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RESUMEN 
 
Carlos Jesús Castillo Zacarías  Fecha de Graduación: 3 de octubre de 2019 
Universidad Autónoma de Nuevo León 
Facultad de Ciencias Químicas 
Título de estudio: Empleo de una biopelícula de Serratia en la construcción de un 
bioánodo con posible aplicación en una celda de combustible microbiana. 
 
Número de páginas:     Candidato para el grado de Doctor en 
      Ciencias con orientación en  
      Microbiología Aplicada 
Área de Estudio: Biotecnología 
Propósito y método de estudio: El presente estudio busca contribuir al desarrollo de energías 
renovables y la sustitución del uso de los combustibles fósiles. Por lo tanto, esta tesis expone el 
uso de una biopelícula de Serratia en una celda de combustible microbiana. Para lograr esto, se 
examinó primero la capacidad exoelectrogénica del cultivo en estudio y se comparó con la 
capacidad mostrada por un cultivo de referencia. Posteriormente, se llevó a cabo la producción 
de una biopelícula sobre el ánodo, esto de manera controlada y que estuviera integrado por el 
mayor número posible de células viables del cultivo no pigmentado de Serratia marcescens 11E, 
ya que fue este el que mostro mayor poder exoelectrogénico en los estudios de reducción de 
Fe(III). Este bioánodo se caracterizó por la técnica de dilución y siembra en placa y por 
microscopia electrónica de barrido (MEB). Finalmente, el desempeño bioelectrogenico del 
bioánodo pre-acondicionado y del cultivo planktonico fue evaluado por medio de la determinación 
del diferencial de potencial entre ánodo y cátodo de la CCM. 
 
Contribuciones y conclusiones: Se logró describir la capacidad reductora de Fe(III) por parte 
del cultivo autóctono de Serratia marcescens 11E. Además, fue posible llevar a cabo la 
generación de una biopelícula con las características deseadas para ser utilizado como bioánodo 
en una CCM. La CCM generada, tuvo un desempeño aceptable en cuanto a la generación de 
densidad de potencia ya que los valores obtenidos por el bioánodo pre-acondicionado y por el 
cultivo planktónico se encuentran dentro del rango de valores reportados en la literatura en 
condiciones similares de experimentación. Además, es destacable que el desempeño generado 
por el bioánodo pre-acondicionado es mejor al producido por el cultivo planktónico. Por lo anterior, 
este tipo de bioánodo es una opción viable para utilizar en la generación de bioelectricidad en 
celdas de combustible microbianas. 
 
 
 
FIRMA DEL ASESOR: __________________________ 
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CAPÍTULO 1 
  
 
 
INTRODUCCIÓN  
 
 
 
En 2016, la población humana se estimaba en 7 billones de habitantes y 
para el año 2050 la proyección es que la población mundial alcanzará los 9.4 
billones de personas y será necesario proveer electricidad con el objetivo de 
satisfacer sus necesidades básicas (Ortman and Guarneri, 2019; Population 
Reference Bureau, 2016). Esta creciente población implica un desafío ya que 
actualmente se está llevando a cabo una sobre explotación de recursos tanto 
bióticos como abióticos, así como un excesivo uso de combustibles fósiles con lo 
cual ocurre también un aumento en la emisión de gases de efecto invernadero y 
en la generación de aguas residuales de diferente origen (Crist et al., 2017; Lin 
et al., 2018). 
Teniendo en cuenta esto, actualmente gran parte de la investigación 
científica se ha centrado en el desarrollo de tecnologías que utilicen fuentes 
renovables para la generación de electricidad las cuales producen menos daño 
al ambiente (Biresselioglu et al., 2018). Entre las principales fuentes renovables 
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utilizadas o bajo investigación y desarrollo se encuentran la energía eólica, solar, 
geotérmica, oceánica, hidráulica y los sistemas bioelectroquímicos (Burke and 
Stephens, 2018; Ludin et al., 2018; Pant et al., 2012; Schiermeier et al., 2008). 
Los sistemas bioelectroquímicos son dispositivos que se basan en el 
principio de generar una respuesta eléctrica a partir del metabolismo microbiano 
por degradación de materia orgánica en el medio de cultivo. Esta respuesta 
eléctrica puede ser usada para diversos fines como el funcionamiento de 
dispositivos eléctricos o incluso su almacenamiento. (Logan et al., 2019). 
Los primeros trabajos en sistemas bioelectroquímicos fueron descritos por 
M.C. Potter en 1910 en su seminario titulado: “Electrical effects accompanying 
the decomposition of organic compounds” (Pant et al., 2012). En este trabajo se 
define a la celda de combustible microbiana (CCM) como un sistema 
bioelectroquímico que generan electricidad por medio de la oxidación de glucosa 
por microorganismos. Posteriormente, diversos investigadores ampliaron el 
número de compuestos orgánicos que pueden ser utilizados como sustratos para 
la generación de electricidad. Entre estos compuestos químicos se encuentran el 
acetato, glicerol, lactato o distintos tipos de aguas residuales de origen industrial 
o doméstica (Christwardana et al., 2018; Dang et al., 2016ª, 2016b; Ma et al., 
2016; Marone et al., 2016; Passos et al., 2016; Tan et al., 2018; Tran et al., 2016).  
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1.1 Celdas de Combustible Microbianas 
 
 
 
Como se mencionó anteriormente, una CCM es un dispositivo 
bioelectroquímico en el cual el objetivo final es llevar a cabo la producción de 
energía eléctrica a partir de la degradación de compuestos orgánicos por medio 
de microorganismos exoelectrogénicos, generalmente bacterias. Cada uno de los 
componentes de una CCM típica son mostrados debajo (ver Figura 1). Este 
dispositivo consta de dos cámaras separadas por una membrana de intercambio 
de protones; una anódica que se encuentra en condiciones anaerobias y una 
catódica mantenida en condiciones aerobias (Chaijak et al., 2018). En el interior 
de la cámara anódica se encuentran sustratos orgánicos que al ser oxidados a 
temperatura ambiente por microorganismos genera electrones que pueden ser 
transportados al exterior de la célula y ser transferidos hacia el ánodo y 
posteriormente ser transportados hacia el cátodo por medio de un circuito externo 
(Du et al., 2018). Existen diversos tipos de celdas de combustible microbianas 
(CCMs), como lo son las de doble cámara, cámara sencilla, de cátodo al aire, 
tubulares, fotosintéticas y bentónicas (Chen et al., 2017a, 2017b; Gajda et al., 
2017; Li et al., 2017). Todos estos tipos de CCMs varían en cuanto a los tipos de 
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microorganismos a utilizar, el material del que están fabricados los electrodos y 
el tipo de sustrato a oxidar por parte de los microorganismos. 
Figura 1. Diagrama típico de una celda de combustible microbiana (Modificado 
de Logan et al., 2006). 
 
 
 
1.2 Bioánodo 
 
 
 
El bioánodo, esto es, el desarrollo de una biopelícula bacteriana sobre la 
superficie anódica de una CCM es el paso principal y uno de los componentes 
determinantes para la generación de electricidad en estos dispositivos. Esto 
debido a que el contacto físico facilita la transferencia de electrones desde el 
microorganismo hacia una superficie, en este caso el ánodo (Wahab et al., 2018). 
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Es por esto que tres factores cobran gran importancia en el desempeño de la 
CCM: el material del cual está compuesto el ánodo, el sustrato que servirá como 
donador de electrones y el microorganismo utilizado (Jung and Pandit, 2018). 
 
 
 
1.3 Microorganismos exoelectrogénicos 
 
 
 
Diversos microorganismos han sido utilizados como inóculos para formar 
un bioánodo, en este aspecto es importante el remarcar el que no todos los 
microorganismos poseen capacidad exoelectrogénica, esto es, llevar a cabo la 
transferencia de electrones hacia un ánodo que funcione como aceptor final de 
electrones y de esta forma generar electricidad en una celda de combustible 
microbiana (Prakasham and Kumar, 2018).  
El uso de lodos activados como inóculo, provenientes de diversas industrias, han 
sido utilizados con el objetivo de producir biopelículas sobre ánodos de CCMs 
(Kim et al., 2004; Liu Hong, 2004; Wu et al., 2019). Un excelente ejemplo de 
estudios que utilizaron lodos activados como inóculos fue el llevado a cabo en 
2018 por Yakar y colaboradores, los cuales desarrollaron sobre electrodos de 
grafito plano un lodo activado aislado de un reactor metanogénico. Del mismo 
modo, Meng y colaboradores (2019) desarrollaron un biopelícula sobre un ánodo 
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de base titanio a partir de un inóculo que provenía de un biorreactor anaerobio 
utilizado para el tratamiento de aguas residuales (Meng et al., 2019). 
Recientemente se han utilizado inóculos de lodos activados como fuente 
de microorganismos exoelectrogénicos  para la construcción de bioánodos 
(Wang et al., 2018). Un ejemplo de esto es el estudio realizado por Makhtar y 
colaboradores (2018), en el cual se desarrolló una biopelícula sobre un ánodo de 
grafito utilizando como inóculo lodo activado proveniente de un digestor 
anaerobio (Makhtar et al., 2018).  
Algunos estudios han utilizado cultivos puros de microorganismos con 
resultados variables en cuanto a la densidad de potencia generada. En el 2010, 
Kiely y colaboradores encontraron que bacterias pertenecientes a Shewanella 
putrefaciens que formaban parte de un consorcio bacteriano mixto y en el cual se 
encontraban en baja proporción, eran capaces de producir una densidad de 
potencia de 17.4 mW/m2 en comparación con la producida por el cultivo mixto 
(10.1 mW/m2) (Kiely et al., 2010). Tomando así relevancia el ensayo de 
generación de electricidad por parte de cultivos puros identificados en CCMs ya 
que cada especie posee una capacidad exoelectrogénica muy particular que en 
ocasiones puede ser enmascarada o inhibida por la presencia de otros 
microorganismos por ejemplo en los consorcios microbianos o lodos activados.  
Un ensayo usual para determinar de forma rápida si un microorganismo 
posee capacidad exoelectrogénica es el determinar su poder de reducción de 
Fe(III) o Mn(IV) (Wang et al., 2018). Mediante dicho ensayo se han identificado 
diferentes microorganismos que han sido probados en CCMs y han mostrado 
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resultados variables en cuanto a la generación de densidad de potencia (Liu et 
al., 2016; Liu et al., 2014).  
 
 
 
1.4 Mecanismos de transferencia de electrones 
 
 
 
Se han propuesto tres principales mecanismos para explicar la forma en 
que diversos microorganismos llevan a cabo la transferencia de electrones hasta 
el aceptor final (ver Figura 2), siendo este el ánodo para el caso de una CCM: i) 
transferencia directa de electrones por medio de citocromos de superficie. ii) 
transferencia indirecta de electrones utilizando un mediador redox y iii) por medio 
de pilis (Harnisch et al., 2011; Nealson, 2017).  
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Figura 2. Mecanismos de transferencia de electrones a un aceptor final. 
 
 
 
1.5 Transferencia directa de electrones 
 
 
 
Dentro de los microorganismos que se han identificado realizan 
transferencia directa de electrones a ánodos utilizando citocromos de superficie 
de membrana del tipo C se encuentran las bacterias pertenecientes a los géneros 
Shewanella (Bücking et al., 2010) y Geobacter (Lovley, 2012). En estos mismos 
géneros bacterianos se ha demostrado el uso de pilis (también conocidos como 
nanocables) como un medio utilizado por el microorganismo para entrar en 
contacto directo con un electrodo que funciona como aceptor distante de 
electrones (Stöckl et al., 2019). 
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1.6 Transferencia indirecta de electrones 
 
 
 
Por otra parte, la transferencia indirecta de electrones utilizando (i) 
mediadores redox endógenos (metabolitos secundarios producidos por el 
microorganismo) como la piocianina (Lu et al., 2018) y fenazina-1-carboxamida 
(Zhang et al., 2018) ambas producida por bacterias del género Pseudomonas, 
2,6-di-terbutil-p-benzoquinona en Klebsiella (Melo-Nascimento et al., 2018) y 
riboflavina en Shewanella (Yano et al., 2018) o (ii) mediadores redox exógenos 
(compuestos orgánicos o inorgánicos artificiales) como el 2-hidroxi-1,4-
naftoquinona (In Ho et al., 2011), azul de metileno (Ortega et al., 2018) rojo de 
metilo (Yuan and Minteer, 2019) y antraquinona 2,6 disulfonato (AQDS) (Dantas 
et al., 2018) ha sido documentada también en diversas investigaciones.  Las 
estructuras químicas de algunos mediadores redox reportados en la literatura son 
mostrados en el presente documento (ver TABLA I).  
La prodigiosina, es un metabolito secundario producido por diversas 
bacterias Gram-negativas, principalmente del género Serratia (ver Figura 3). Esta 
molécula muestra similitudes estructurales con las moléculas redox presentadas 
anteriormente. Es por esto por lo que algunas referencias indican que esta 
molécula presenta un comportamiento catalítico/redox. Sin embargo, en la 
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actualidad es desconocida su contribución como mediador redox exógeno 
(Domagala et al., 2015; Tomat, 2016). 
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TABLA I. 
EJEMPLOS DE MEDIADORES REDOX 
 
Estructura  Mediador Referencia 
A) Endógenos 
 
 
 Nombre 
 
Fenazina-1-
carboxamida 
 
 
 
 
Piocianina 
 
 
 
 
Riboflavina 
 
 
 
 
 
 
 
 
(Yang et al., 2018) 
 
 
 
 
 
(Shang et al., 2018) 
 
 
 
 
(Yano et al., 2018) 
B) Exógenos 
  
 
 
Rojo neutro 
 
 
 
(Mardiana et al., 
2015) 
   
 
Azul de metileno 
 
 
 
(Christwardana et 
al., 2018b) 
 
  
 
Antraquinona-2,6-
disulfonato 
 
 
 
(Tsao et al., 2019) 
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Figura 3. Estructura de la prodigiosina. 
 
 
 
Por otra parte, es importante también el mencionar los diferentes sustratos 
a distintas concentraciones que han sido utilizados como donadores de 
electrones en CCM y que están ligados directamente al desempeño obtenido por 
estos dispositivos. Entre los sustratos utilizados se encuentran: acetato (Kodali 
et al., 2017), butirato (Zhang et al., 2011) y agua residual adicionada con glucosa 
(Huang et al., 2017). En los casos anteriores la densidad de potencia producida 
fue de: 178 W cm-2, 470 mW m-2 y 320 mW m-2 respectivamente. 
 
 
 
 
13 
 
 
 
 
1.7 Electrodo 
 
 
 
Por último, un factor que también toma relevancia en el desempeño de 
una CCM es el material del que está hecho el electrodo a utilizar. Este material 
debe contar con ciertas características como lo son el que sean conductivos, 
biocompatibles y estables en la solución contenida en la cámara anódica 
(Huggins et al., 2014; Logan et al., 2018). Los materiales carbonáceos (carbón y 
grafito) han sido los materiales anódicos más utilizados debido a que son 
altamente conductivos, químicamente estables, biocompatibles y de bajo costo 
(Chen et al., 2018; Wei et al., 2011). 
En 2003, Bond y Lovley utilizaron un ánodo de grafito sobre el cual se 
desarrolló una biopelícula de Geobacter de forma abundante y por el cual 
obtuvieron durante el análisis de la reacción bioelectroquímica una densidad de 
potencia de 65 mW/m2 (Holmes et al., 2004). Por otra parte, en el año 2010, Kiely 
y colaboradores reportaron el desarrollo de una biopelícula de un consorcio 
bacteriano sobre fibra de grafito y mediante el uso de microscopia electrónica de 
barrido mostraron la formación de una biopelícula gruesa y abundante formado 
por células que poseían numerosos pilis. La densidad de potencia generada por 
este sistema fue de 10 mW/m2 (Kiely et al., 2010). 
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En el 2013, Zhu y colaboradores lograron desarrollar una biopelícula de 
lodos activados sobre un ánodo de tela de carbón. En este estudio reportaron la 
generación de una alta densidad de potencia (1200 mW/m2) la cual corresponde 
a una de las densidades de potencia más altas generadas por una CCM (Zhu et 
al., 2013).  
Con el objetivo de estudiar la capacidad de Serratia para ser utilizada 
como bioánodo en una CCM primero es necesario el determinar si es un 
organismo exoelectrogénico, entender cómo es que lleva a cabo esta 
transferencia de electrones y determinar si existe interacción alguna que afecte 
su desempeño. 
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CAPÍTULO II 
 
 
 
ANTECEDENTES 
 
 
 
Como anteriormente se mencionó, el bioánodo de una CCM es uno de los 
puntos principales que determinan el desempeño del dispositivo (Breheny et al., 
2019; Deng et al., 2010). Es por esto por lo que es de suma importancia tres 
factores y que merecen ser estudiados: i) el microorganismo a utilizar, ii) el 
material del cual está fabricado el electrodo y iii) el sustrato que servirá como 
donador de electrones (Chung and Okabe, 2009; Kumar et al., 2018). En el caso 
de los microorganismos utilizados, estos deben ser exoelectrogénicos, esto es 
que tengan capacidad de transportar electrones desde su superficie celular hasta 
un aceptor terminal de electrones como lo es el hierro, utilizando para esto 
citocromos de superficie, pilis o algún transportador redox; ya sea endógeno o 
exógeno (ver Figura 4). Los principales ensayos realizados para determinar 
exoelectrogenicidad de microorganismos son evaluando su capacidad para 
reducir Fe(III) en su forma ya sea soluble o insoluble a Fe(II). 
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Figura 4. Mecanismos de reducción de Fe(III).  
*BRH: Bacteria reductora de hierro. 
 
 
 
Históricamente, este tipo de reducciones bacterianas han sido estudiadas 
desde 1994 por Lovley y colaboradores, los cuales encontraron que diferentes 
bacterias aisladas de diversas matrices ambientales son capaces de llevar a cabo 
la oxidación de distintas fuentes de carbono, extraer los electrones y reducir 
Fe(III). En su estudio también describieron como esta reducción aumenta cuando 
en el medio se encuentran presentes ácidos húmicos de diferente pureza. Este 
trabajo representa el primero realizado en el área de las reducciones bacterianas 
utilizando mediadores redox exógenos y como biocatalizador a la bacteria 
Geobacter metallireducens (Lovley et al., 1996). Posterior a este estudio se 
17 
 
realizaron diversas investigaciones en diferentes aislados bacterianos con el 
objetivo de determinar su capacidad para reducir Fe(III), entre ellos se 
encuentran aquellos que evaluaron la presencia de mediadores redox 
endógenos. Fuller y colaboradores investigaron las características de crecimiento 
y de reducción de un consorcio bacteriano aislado del desecho generado en una 
planta procesadora de residuos minerales para la recuperación de Cr(VI). En sus 
resultados encontraron que el consorcio aislado lleva a cabo la reducción de 
Fe(III) utilizando riboflavina, una molécula orgánica generada durante su 
crecimiento, como mediador redox (Fuller et al., 2014). El aislamiento de 
bacterias exoelectrogénicas se ha realizado también a partir de matrices 
ambientales en las cuales se ha estudiado la reducción de cristales insolubles de 
óxidos de Fe(III). Este es el caso del estudio realizado en 2015, en donde 
bacterias pertenecientes al género Geobacter y Pelobacter fueron aisladas y su 
capacidad de reducción fue ensayada en el laboratorio utilizando como donador 
de electrones acetato (Hori et al., 2015). Posteriormente, la reducción de óxidos 
de hierro y silicatos de hierro llevada a cabo por la bacteria Geobacter 
sulfurreducens también fue estudiada y modelada por medio de espectroscopia 
de Mossbauer (T. Wu. et al, 2017). 
Finalmente, Nixon y colaboradores en el año 2016 aislaron diversas 
bacterias pertenecientes a los géneros Desulfosporosinus y Geobacter de medio 
ambientes glaciales. En este estudio, se muestra que la reducción es llevada a 
cabo a temperaturas tan bajas como lo son los 4 y 15 °C, siendo los 4 °C donde 
estas bacterias aisladas llevan a cabo una mayor tasa de reducción (Nixon et al., 
2017).  
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Por otra parte, es importante mencionar que el estudio de la reducción de 
diversos compuestos orgánicos mediada por moléculas redox exógenas ha sido 
investigada en diversas bacterias. Estos ensayos a los que distintas bacterias 
han sido sometidas son, de la misma manera que los realizados utilizando Fe(III), 
preámbulo a ensayos en CCMs. En 2004, dos Santos y colaboradores, 
estudiaron el impacto de diversos mediadores redox en la reducción de 
colorantes azo, utilizando como biocatalizadores lodo anaeróbico granular. En 
este estudio, se demostró que los mediadores redox exógenos antraquinona-2,6-
disulfonato y antraquinona-2-sulfonato incrementan hasta en 8 veces la 
reducción del colorante (dos Santos et al., 2004). En un estudio diferente llevado 
a cabo por Costa y colaboradores, se evaluó el efecto catalítico de una de las 
moléculas mencionadas anteriormente. La antraquinona-2,6-disulfonato mostró 
que aumenta en 3.5 veces la reducción del colorante rojo congo cuando se utiliza 
etanol como donador de electrones y un lodo activado como biocatalizador 
(Costa et al., 2010). De la misma manera, en un estudio posterior se mostró que 
el azul de metileno utilizado como mediador redox aumenta la tasa de reducción 
hasta en un 99.25 % del colorante azo rojo congo; esto al utilizar Shewanella 
oneidensis MR-1 como biocatalizador (Liu et al., 2016).  
De la misma forma en que se ha estudiado ampliamente la reducción que 
llevan a cabo bacterias por medio de moléculas endógenas y exógenas que 
funcionan como mediadores redox, algunos estudios han ahondado en la 
reducción que es llevada a cabo por otros medios como lo son citocromos de 
superficie y pilis (llamados nano-cables recientemente).  
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En 2005, estudios en los cuales las proteínas de citocromos omcS y omcE 
fueron suprimidas en su síntesis en una cepa de Geobacter sulforreducens, se 
demostró la incapacidad de esta bacteria para llevar a cabo la reducción de 
óxidos de Fe(III) y citrato de Fe(III). En el mismo estudio se demostró que esta 
cepa mutante solo podría reducir estos compuestos de Fe(III) si al medio de 
cultivo se agregaba el agente quelante ácido nitrilotriacético o el mediador redox 
antraquinona-2,6-disulfonato (Mehta et al., 2005). Posteriormente, Coursolle y 
colaboradores utilizando cepas mutantes de Shewanella oneidensis mostraron 
que la vía MTr integrada por los citocromos MtrCy OmcA son esenciales para 
llevar a cabo la reducción de metales (Coursolle et al., 2010).  Otro método de 
transporte de electrones hacia un aceptor final que ocurre en bacterias es aquel 
en que los pilis actúan como transportadores directos. Diversos estudios han 
mostrado esta capacidad de algunas bacterias pertenecientes al género 
Shewanella. En 2005, Gorby y colaboradores estudiaron diversos mutantes de la 
cepa Shewanella oneidensis MR-1 en la cual no se expresaban los genes MtrC 
y OmcA que codifican para proteínas de citocromo que integran los pilis de esta 
bacteria. Estos mutantes mostraron nula habilidad para llevar a cabo la reducción 
de óxido de Fe(III) (Gorby et al., 2006). Posteriormente, El-Naggar y 
colaboradores mostraron que los pilis de Shewanela oneidensis MR-1 son 
eléctricamente conductivos y que poseen altas tasas de transporte de electrones. 
Esto mediante pruebas de conductividad utilizando microscopia de fuerza 
atómica a lo largo de un pili. En el mismo estudio se demostró que mutantes 
deficientes en los citocromos MtrC y OmcA producen pilis morfológicamente 
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similares a los producidos por la cepa que no presenta mutación pero que 
presentan la característica de ser no conductores (Barrozo et al., 2018).  
Un factor clave a considerar en los dispositivos de generación de energía 
eléctrica como lo son las CCM es el material del cual está hecho el ánodo. Se 
han probado históricamente diversos tipos de materiales que al ser usados como 
ánodos o cátodos muestran mejorar el desempeño en función de la densidad de 
potencia generada por tanto la elección del electrodo en el cual se buscará 
generar un bioánodo que posea las características de alta conducción, 
biocompatible con el microorganismo biocatalítico a utilizar y que sea estable en 
la solución contenida en la cámara anódica (Corbella and Puigagut, 2018). 
Anteriormente, numerosos materiales carbonáceos han sido utilizados como 
base para inmovilizar los microorganismos. En el caso de los electrodos planos, 
los materiales más comunes del que están hechos son papel de carbono, platos 
de carbono y tela de carbono (Zikmund et al., 2018). En el caso de electrodos de 
grafito rugoso fueron utilizados por Ter Heijne y colaboradores en 2008 y en su 
estudio reportaron la generación de una mayor densidad de potencia en 
comparación con los producidos utilizando como electrodos grafito plano (Ter 
Heijne et al., 2008). En 2008, Zhao y colaboradores demostraron la generación 
de electricidad utilizando una CCM de una cámara con cátodo aéreo y utilizando 
como ánodo tela de carbón activado y como biocatalizador Desulfovibrio 
desulfuricans. La densidad de potencia obtenida en este estudio fue de 0.51 
mW/cm2 (Zhao et al., 2008). En otro estudio realizado en 2009, y utilizando 
carbón activado granular, como biocatalizador los microorganismos que se 
encontraban en agua residual doméstica en una CCM de una cámara se 
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obtuvieron densidades de potencia de 5 W/m3 (Jiang and Li, 2009). Ánodos 
fabricados con tela de carbono han sido utilizados también en CCMs. En 2009, 
Zhang y colaboradores generaron una densidad de corriente de 46 W/m3 
utilizando este tipo de ánodo en una CCM de una cámara con cátodo aéreo 
(Zhang et al., 2009). Posteriormente en 2016, Cheng y colaboradores llevaron a 
cabo la generación de una densidad de potencia máxima de 773 mW/m3 
utilizando tela de carbono como ánodo en una CCM de una cámara con cátodo 
aéreo y utilizando como inóculo el efluente de una CCM con 3 meses de 
operación (Cheng et al., 2017). Finalmente, en 2017 Wu y colaboradores 
produjeron una densidad de potencia de hasta 150 % mayor al utilizar una mezcla 
de malla de carbón y cepillo de carbono en comparación a cuando se utiliza 
solamente malla de carbón (S. Wu et al., 2017).  
El sustrato donador de electrones y la configuración de la CCM a utilizar 
son otros factores importantes que considerar. Se ha encontrado que la altura, 
ancho, y la forma geométrica de las cámaras anódicas y catódicas están 
relacionadas directamente con la densidad de potencia generada por el 
dispositivo (Logan et al., 2015). En el caso de los sustratos utilizados, la 
respuesta en cuanto a densidad de potencia varía dependiendo del 
microorganismo utilizado o del tipo de lodo activado, ya sea aerobio o anaerobio. 
Por tanto, es difícil predecir el tipo de respuesta a obtener en función del uso de 
glucosa, acetato, lactato, etanol, fumarato o algún otro compuesto que pueda ser 
usado como donador de electrones (Zhang et al., 2019). En los últimos años se 
han probado diferentes tipos de configuraciones de CCMs, mostrando resultados 
variados en la densidad de potencia generada por estos dispositivos (Ge and He, 
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2016; Huang et al., 2016; Ieropoulos et al., 2016; Jiang et al., 2017, 2015; Mecheri 
et al., 2016).  
Los tipos de CCM estudiadas durante los 2 últimos años, el tipo de ánodo 
utilizado, sustrato alimentado y la densidad de potencia obtenida en el dispositivo 
completo son mostradas en el presente documento (ver TABLA II). 
 
 
TABLA II. 
INFORMACIÓN DE TIPOS DE CCMs 
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Como se muestra en el cuadro anterior, diversas investigaciones se han 
enfocado en estudiar la generación de densidad de potencia producida en 
distintos tipos de CCMs, utilizando lodos activados, distintos tipos de electrodos 
y diferentes fuentes de carbono como donadores de electrones. Sin embargo, no 
existen reportes que hayan llevado a cabo el aislamiento de una cepa bacteriana 
en la cual se estudie en primera instancia la reducción de Fe(III) con el objetivo 
de evaluar su capacidad exoelectrogénica, producción controlada de una 
biopelícula sobre un ánodo para generar un bioánodo con característica 
deseadas y finalmente el probarlo en una celda de combustible microbiana de 
doble cámara con membrana protónica. Por lo tanto, la generación de 
conocimiento va enfocado a responder los siguientes cuestionamientos que nos 
permitirán alcanzar los objetivos de investigación trazados. 
 
¿Bacterias del género Serratia son capaces de llevar la reducción de 
Fe(III) en su forma soluble e insoluble? 
¿Es posible llevar a cabo la generación de un bioánodo utilizando grafito 
como electrodo base y un cultivo de bacterias del género Serratia y que 
posteriormente sea utilizado en una CCM? 
¿Es posible optimizar el desempeño de una CCM que utiliza bacterias del 
género Serratia como biocatalizador? 
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CAPÍTULO 3  
 
 
 
JUSTIFICACIÓN 
 
 
 
La producción de bioánodos bacterianos en materiales conductores de 
electricidad ha atraído la atención de diversos investigadores que estudian las 
CCMs (Fang et al., 2015; Fraiwan et al., 2013; Lay et al., 2015; Logan et al., 2015; 
Lv et al., 2013; Mukherjee et al., 2013; Oyiwona et al., 2018; Tommasi y 
Lombardelli, 2017; Trapero et al., 2017; Yellappa et al., 2019; Zang et al., 2012). 
Desafortunadamente, pocos grupos se han enfocado en algunos aspectos 
biológicos de suma importancia como el tratar de elucidar si la transferencia de 
electrones ocurre de forma directa o indirecta, la producción controlada de la 
biopelícula que colonizará el ánodo, aspectos metabólicos-nutricionales, y 
microambientales de los microorganismos utilizados. La importancia de este 
último punto radica en que la manipulación de algunas de estas condiciones 
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produce un cambio en el desempeño del dispositivo bioelectroquímico en función 
de la densidad de potencia generada. 
En el presente trabajo se evaluará la capacidad para reducir Fe(III) por un 
cultivo de Serratia en su forma pigmentada y no pigmentada. Posteriormente, se 
producirá una biopelícula de este cultivo y se evaluará su capacidad para 
transferir los electrones obtenidos a partir de la oxidación de un donador de 
electrones hacia un material carbonáceo con la finalidad de ser utilizado como 
bioánodo en una CCM.  
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CAPÍTULO 4 
 
 
 
HIPÓTESIS 
 
 
 
La biopelícula de Serratia tiene la capacidad de transferir electrones a 
partir de la oxidación de un donador de electrones a un material carbonáceo con 
la finalidad de desarrollar un bioánodo con posible aplicación en una celda de 
combustible microbiana. 
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CAPÍTULO 5 
 
 
 
OBJETIVOS 
 
 
 
5.1 Objetivo general 
 
 
 
Evaluar la capacidad de una biopelícula de Serratia para transferir 
electrones a un material carbonáceo a partir de la oxidación de un donador de 
electrones con la finalidad de desarrollar un bioánodo con potencial aplicación en 
una celda de combustible microbiana.  
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5.2 Objetivos específicos 
 
 
 
I. Caracterización molecular del cultivo de Serratia 
 
II. Determinar la capacidad exoelectrogénica de Serratia 
 
III. Desarrollar una biopelícula de Serratia y establecer las condiciones para 
la generación de un bioánodo 
 
IV. Determinar el desempeño del bioánodo en una celda de combustible 
microbiana 
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CAPÍTULO 6 
 
 
 
MATERIALES Y MÉTODOS 
 
 
 
6.1 Ubicación del desarrollo del proyecto 
 
 
 
La realización de este proyecto de tesis se llevó a cabo en el Laboratorio 
de Biotecnología I de la Facultad de Ciencias Químicas de la Universidad 
Autónoma de Nuevo León (UANL), en los Laboratorios del Centro del Agua y en 
el Centro de Tecnología Avanzada para la Producción del Instituto Tecnológico y 
de Estudios Superiores de Monterrey (ITESM).  
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6.2 Materiales 
 
 
 
6.2.1 Equipos 
 
 
 
Todos los equipos utilizados para el desarrollo de este proyecto así como 
sus modelos son especificados en la sección de Métodos. 
 
 
 
6.2.2 Reactivos 
 
 
 
Los reactivos utilizados para el desarrollo de este proyecto, así como sus 
marcas son claramente especificados en la sección de Métodos. 
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6.3 Métodos 
 
 
 
6.3.1 Identificación del cultivo bacteriano por medio de pruebas 
bioquímicas 
 
 
 
El aislado bacteriano productor de prodigiosina parcialmente identificado 
como Serratia sp. perteneciente al cepario del laboratorio de Biotecnología fue 
inoculado en 5 mL de caldo LB e incubado a 28 °C por 24 horas. Posteriormente, 
este cultivo fue utilizado para inocular los medios para pruebas bioquímicas: 
producción de pigmento en caldo BHI, indol, rojo de metilo, Voges-Proskauer, 
citratos, producción de H2S, lisina descarboxilasa, ornitina descarboxilasa, 
motilidad, gelatinasa, producción de gas, fermentación de glucosa, fermentación 
de lactosa y fermentación de sacarosa. Después de esto, los medios de cultivo 
fueron incubados según lo recomendado por Harley y Prescott (2002). 
Finalmente se realizó la comparación de los resultados obtenidos con lo 
reportado en la literatura. 
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6.3.2 Caracterización molecular de Serratia 
 
 
 
Con el objetivo de llevar a cabo la identificación molecular de la bacteria 
Serratia se realizó la extracción del ADN del cultivo bacteriano por el método de 
extracción fenol-cloroformo. Posteriormente, se amplificó la subunidad ribosomal 
pequeña 16S y finalmente se llevó a cabo la secuenciación por el método de 
Sanger. Los primers utilizados fueron los reportados por Souza y colaboradores 
(2006):  
 
F515 (Forward) 5´-GCG GAT CCT CTA GAC TGC AGT GCC AGC AGC 
CGC GGT AA-3´  
R1492 (Reverse) 5´- GGC TCG AGC GGC CGC CCG GGT TAC CTT GTT 
ACG ACT T - 3´ 
Se llevó a cabo la alineación de los primers para verificar la amplificación 
en el sitio web htt://www.ncbi.nlm.nih.gov/tolos/primer-blast/. Para la reacción de 
PCR se utilizaron 100 ng de DNA bacteriano, 1X PCR buffer (Promega), 1.65 mM 
MgCl2, 0.2 mM dNTP’s, 0.5 μM de cada primer, 2 unidades de Taq Polimerasa 
(Promega). El programa de amplificación fue el siguiente: 94 °C por 4 minutos, 
35 ciclos de 92 °C por 1.5 minutos, 50 °C por 1.5 minutos, 72 °C por 2 minutos y 
extensión final a 72 °C por 10 minutos en un termociclador miniMJ de Bio-Rad.  
Posteriormente el análisis del producto amplificado se realizó mediante 
electroforesis en gel de agarosa al 1 % en buffer TBE 1X adicionado con bromuro 
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de etidio a una concentración final de 0.5 μg/mL. Al final de la electroforesis se 
llevó a cabo la visualización del gel utilizando un transiluminador (Spectroline 
ultraviolet transilluminator, Wetsbury, New York).  
Para realizar la purificación del producto de PCR se cargaron 50 μL en un 
gel de agarosa al 1 %, se realizó la electroforesis y las bandas de 
aproximadamente 1000 pb fueron cortadas con bisturí y se sometieron a un 
proceso de purificación mediante el kit de purificación de productos de PCR 
desde geles de agarosa (Minelute gel extraction kit de QiaGene). Posteriormente, 
2.5 μL del producto de PCR puro se analizó por electroforesis en gel de agarosa 
al 1 % esto para comprobar que el tamaño de banda fuera de 1000 pb. A partir 
de los productos de amplificación purificados anteriormente mencionados se 
realizó la secuenciación mediante el método de Sanger (Sanger y Coulson, 
1975). 
 
 
 
6.3.3 Producción de un cultivo pigmentado de Serratia  
 
 
 
Para el desarrollo del inóculo, se utilizó una asada del cultivo indicado en 
el punto 6.3.1 y se inoculó en 5 mL de medio cacahuate al 1 % estéril, 
posteriormente se incubó por 24 horas a 28 °C. A partir de este cultivo se tomó 
de manera aséptica 1.5 mL y se inoculó en 15 mL de caldo cacahuate al 1 % 
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estéril, posteriormente se incubó por 24 horas a una temperatura de 28 °C y 150 
rpm. Después del período de incubación se tomaron 10 mL del cultivo y se 
inocularon en 100 mL de medio cacahuate estéril contenido en un matraz 
Erlenmeyer, este cultivo se incubó por 20 horas a 28 °C y 150 rpm. Después de 
este último período de incubación, se tomaron 10 mL y se centrifugaron en un 
tubo Falcon estéril de 50 mL de volumen por 20 minutos a 4 °C y 4,600 rpm. 
Posteriormente, se decantó el contenido del tubo Falcon y se agregaron 10 mL 
de solución salina al 0.85 % y se sometió a vortex por 1 minuto con el objetivo de 
lavar las células. Después de esto, se realizó un nuevo período de centrifugación 
por 20 minutos a 4 °C y 150 rpm, se decantó el contenido del tubo Falcon y se 
re-suspendieron con la cantidad necesaria de solución salina al 0.85% para 
ajustar la densidad óptica a 0.6, medida a una longitud de onda de 600 nm en un 
espectrofotómetro (Varian 50 Tablet, Palo Alto, California). Este fue el inóculo 
pigmentado de Serratia con color rojo producto de la generación de prodigiosina.  
 
 
 
6.3.4 Producción de un cultivo no pigmentado de Serratia  
 
 
 
Con el objetivo de obtener un cultivo de Serratia en el cual no hubiera 
producción de prodigiosina se realizó una búsqueda en literatura para encontrar 
los factores que inhiben la producción de este metabolito secundario. Se encontró 
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que los principales factores son: la densidad celular y la presencia altas 
concentraciones de glucosa en el medio. Se decidió realizar un ensayo para 
evaluar la concentración mínima de glucosa necesaria para evitar la producción 
de prodigiosina en medio LB. Se utilizó una asada del cultivo conservado en agar 
LB inclinado y se inocularon 5 mL de medio LB estéril adicionado con glucosa al 
0.5 %, 1.0 % y 2.0 %. Se incubaron por 24 horas a 28 °C. A partir de estos cultivos 
se tomaron de manera aséptica 1.5 mL de cada uno de los tubos y se inocularon 
en viales de vidrio con tapón de rosca que contenían 15 mL de caldo LB 
adicionado con glucosa al 0.5 %, 1.0 % y 2.0 % (cada cultivo se inoculó a la 
respectiva concentración de la cual provenía). Posteriormente, los viales 
inoculados se incubaron a 28 °C, 150 rpm por 24 horas. Después del período de 
incubación cada uno de los cultivos se inocularon en su respectivo matraz 
conteniendo 100 mL de caldo LB adicionado con glucosa al 0.5 %, 1.0 % y 2.0 
%. Finalmente, estos cultivos se incubaron a 28 °C, 150 rpm por 20 horas, 
después de lo cual se hizo una inspección visual para evaluar la producción de 
prodigiosina en el medio.  
A partir del cultivo en el cual no hubo producción de prodigiosina se 
tomaron 10 mL y se centrifugaron en un tubo Falcon estéril de 50 mL de volumen 
por 20 minutos a 4 °C y 4,600 rpm. Después de esto, se decantó el contenido del 
tubo Falcon y se agregó 10 mL de solución salina al 0.85 % y se sometió a vortex 
por 1 minuto con el objetivo de lavar las células. Posteriormente se centrifugó de 
nuevo por 20 minutos a 4 °C y 150 rpm, se decantó el contenido del tubo Falcon 
y se re-suspendieron con la cantidad necesaria de solución salina estéril al 0.85% 
para ajustarlas a una densidad óptica de 0.6, medida a 600 nm en un 
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espectrofotómetro (Varian 50 Tablet, Palo Alto, California). Este fue el inóculo del 
cultivo no pigmentado de Serratia.  
 
 
 
6.3.5 Producción de un cultivo de Shewanella oneidensis  
 
 
 
Con el objetivo de contar con un punto de comparación del desempeño 
reductivo de Fe(III) de ambos fenotipos (pigmentado y no pigmentado) de 
Serratia con un organismo ampliamente identificado como reductor de Fe(III), se 
desarrolló un inóculo de la bacteria exoelectrogénica y reconocida en la literatura 
como reductora de Fe(III) Shewanella oneidensis. Para esto, se utilizó una asada 
de un cultivo en agar inclinado de S. oneidensis, la cual se inoculó en 5 mL de 
medio LB estéril. Posteriormente se incubó por 24 horas a 30 °C. A partir de este 
cultivo se tomaron de manera aséptica 1.5 mL y se inocularon en 15 mL de caldo 
LB estéril, posteriormente se incubó por 24 horas a una temperatura de 30 °C y 
150 rpm. Después del período de incubación se tomaron 10 mL del cultivo y se 
inocularon en 100 mL de medio LB estéril contenido en un matraz Erlenmeyer, 
este cultivo se incubó por 20 horas a 30 °C y 150 rpm. Después de este último 
período de incubación, se tomaron 10 mL y se centrifugaron en un tubo Falcon 
estéril de 50 mL de volumen por 20 minutos a 4 °C y 4,600 rpm. Posteriormente, 
se decantó el contenido del tubo Falcon y se agregaron 10 mL de solución salina 
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al 0.85 % y se sometió a vortex por 1 minuto con el objetivo de lavar las células. 
Después de esto, se realizó un nuevo período de centrifugación por 20 minutos 
a 4 °C y 150 rpm, se decantó el contenido del tubo Falcon y se re suspendieron 
con la cantidad necesaria de solución salina al 0.85% para ajustar la densidad 
óptica a 0.6, medida a una longitud de onda de 600 nm en un espectrofotómetro 
(Varian 50 Tablet, Palo Alto, California). Este fue el inóculo de S. oneidensis.  
 
 
 
6.3.6 Reducción de Fe(III) por el cultivo pigmentado de Serratia  
 
 
 
Para determinar si la cepa pigmentada de Serratia lleva a cabo la 
reducción de Fe(III), se utilizó el medio de cultivo denominado agua residual 
sintética (SDW, por sus siglas en inglés) desarrollado por Venkata Mohan (2007); 
el cual posee la siguiente composición (por litro de agua desionizada): [KH2PO4- 
0.25, NH4Cl - 0.5, K2HPO4 - 0.25, MgCl2.6H2O - 0.3, FeCl3 - 0.025, NiCl4 - 0.016, 
CoCl2 - 0.025, ZnCl2 - 0.0115, CuCl2 - 0.0105, CaCl2 - 0.005, MnCl2 - 0.015, 
acetato de sodio (20 mM) como donador de electrones, y 20 mM de citrato de 
Fe(III) (forma soluble) o de Fe2O3 (forma insoluble) como aceptor de electrones]. 
El pH del medio se ajustó a 7 y se depositaron 60 mL del medio en frascos de 
volumen de 80 mL.  
38 
 
El medio se calentó a ebullición en baño de agua por 30 minutos y se 
burbujeó N2 gas por 30 minutos. Posteriormente los viales se sellaron y se 
esterilizaron por autoclave a 121 °C, 15 lbs pulg-2 por 15 minutos. Este medio fue 
inoculado con el 10 % v/v de células del cultivo pigmentado de Serratia 
preparadas como se indica en el punto 6.3.3. Los viales se incubaron a la 
oscuridad en condiciones anaerobias a una temperatura de 28 °C y se tomó 
muestra periódicamente de ellos utilizando jeringas mediante técnicas 
microbiológicas asépticas y se analizó el contenido de Fe(II) por medio del 
método de la ferrozina de acuerdo con la metodología descrita por Lovley y 
Philips en 1986. En este método el Fe(II) fue cuantificado disolviendo 0.5 mL de 
muestra en 2 mL de HCl 0.5 N por 1 hora. Posteriormente se hizo reaccionar con 
la ferrozina (Sigma) por 10 minutos y la absorbancia a 562 nm se determinó en 
un espectrofotómetro (Varian 50 Tablet, Palo Alto, California). El tratamiento y 
análisis anteriormente descrito se llevó a cabo por triplicado y se corrió un blanco. 
El porcentaje y la tasa de reducción de Fe(III) fue calculada por medio de 
la fórmula desarrollada por Huang et al. (2018) y adaptada a las 144 horas de 
incubación. Con respecto al porcentaje de reducción, este fue calculado 
utilizando la siguiente fórmula:  
 
𝑅𝑒𝑑𝑢𝑐𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝐹𝑒(𝐼𝐼𝐼) (%) =  [𝐹𝑒(𝐼𝐼)𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙] − [𝐹𝑒(𝐼𝐼)𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙][𝐹𝑒(𝐼𝐼𝐼)𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙]  𝑥 100 
 
 
(1) 
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La tasa de reducción de Fe(III) fue determinada por medio de la siguiente 
ecuación: 
 
 𝑇𝑎𝑠𝑎 𝑑𝑒 𝑟𝑒𝑑𝑢𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 =  [𝐹𝑒(𝐼𝐼)𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙] − [𝐹𝑒(𝐼𝐼)𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙](𝑚𝑀)20 𝑚𝑀(𝑎𝑐𝑒𝑝𝑡𝑜𝑟 𝑑𝑒 𝑒𝑙𝑒𝑐𝑡𝑟𝑜𝑛𝑒𝑠) 𝑥 144 (ℎ) 
 
 
 
 
6.3.7 Reducción de Fe(III) por el cultivo no pigmentado de Serratia   
 
 
 
Para determinar el grado de reducción de las formas soluble y no soluble 
de Fe(III) realizada por el cultivo no pigmentado de Serratia y así evaluar el efecto 
de la ausencia/presencia de prodigiosina en el proceso reductivo, se llevó a cabo 
una serie de experimentos a las mismas condiciones mencionadas en el punto 
6.3.6. El porcentaje y la tasa de reducción fue calculada por medio de las 
ecuaciones 1 y 2 mencionadas anteriormente. 
 
 
 
 
 
(2) 
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6.3.8 Reducción de Fe(III) por Shewanella oneidensis  
 
 
 
Para determinar el grado de reducción de las formas soluble y no soluble 
de Fe(III) por parte de un organismo reconocido como exoelectrogénico, se 
estudió a S. oneidensis en una serie de experimentos a las mismas condiciones 
mencionadas en el punto 6.3.5. El porcentaje y la tasa de reducción fue calculada 
por medio de las ecuaciones 1 y 2 mencionadas anteriormente. 
 
 
 
6.3.9 Extracción, purificación y caracterización química de la prodigiosina  
 
 
 
Con el objetivo de llevar a cabo la producción, extracción y purificación de 
prodigiosina y evaluar su desempeño como posible mediador redox exógeno, se 
desarrolló un inóculo como lo indica el punto 6.3.3. Después del período de 
incubación del cultivo pigmentado de Serratia en 100 mL de caldo cacahuate, se 
tomaron 5 mL y se depositaron en tubo Falcon estéril y se centrifugaron a 4,600 
rpm, 8 °C por 10 minutos. Después de esto, se desechó el sobrenadante y al 
pellet se le agregaron 3 mL de cloroformo y se sometió a 3 series de tratamiento 
con ultrasonido por 1 minuto. Posteriormente, se centrifugó a 4,600 rpm, 8 °C por 
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10 minutos y se tomó la prodigiosina de la fase inferior. Este procedimiento se 
repitió hasta terminar con los 100 mL de cultivo que contenía el matraz 
Erlenmeyer mencionado. La purificación de este extracto se realizó mediante 
columna utilizando como fase estacionaria sílica gel y como fase móvil 
cloroformo: metanol en una proporción 9:1 según lo determinado en previos 
estudios realizados en nuestro grupo de investigación (Ávila, 2016). 
Posteriormente, la prodigiosina purificada se secó a 60 ºC por 6 h. Finalmente la 
prodigiosina seca se caracterizó por medio de Espectrometría de Infrarrojo con 
Transformada de Fourier (FTIR) y Cromatografía Líquida de Alta Eficiencia 
(HPLC). En el caso de la espectroscopia de FTIR, esta se llevó a cabo en un 
equipo de la marca Testscan Shimadzu, modelo FTIR 8400. Los parámetros 
utilizados para el análisis de la prodigiosina fueron: rango de análisis espectral 
4,000 a 400 cm-1. La cromatografía de HPLC se llevó a cabo en un equipo Agilent 
serie 1100 (Agilent Technologies, Santa Clara, USA), usando una columna 
ZORBAX Eclipse XDB-C18 (4.6 X 150 mm, 5 m) con un volumen de inyección 
de 20 l, un tiempo de corrida de 10 min, a 535 nm, la detección se llevó a cabo 
a 535 nm con un detector de fotodiodos (PDA). La fase móvil consistió en agua 
ácida a pH 3 (fase A) y metanol (fase B).  
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6.3.10 Reducción de Fe(III) por el cultivo no pigmentado de Serratia en 
presencia de prodigiosina exógena 
 
 
 
Para determinar si la cepa no pigmentada de Serratia utiliza prodigiosina 
exógena como mediador redox, y de esta forma lleva a cabo la reducción de las 
formas soluble y no soluble de Fe(III) con mayor eficiencia que la llevada a cabo 
por el cultivo descrito en el punto 6.3.7, se utilizó el mismo medio de cultivo 
utilizado en el punto 6.3.6. Este medio fue adicionado con 50 mM de prodigiosina 
exógena extraída de un cultivo de Serratia pigmentada (punto 6.3.9). El pH del 
medio se ajustó a 7 y se depositaron 60 mL de este medio de cultivo en frascos 
de 80 mL de volumen.  
El medio se calentó a ebullición en baño de agua por 30 minutos y se 
burbujeó N2 gas por 30 minutos. Posteriormente los viales se sellaron y se 
esterilizaron por autoclave a 121 °C, 15 lbs pulg-2 por 15 minutos. Este medio fue 
inoculado con el 10 % v/v del cultivo no pigmentado de Serratia preparado como 
indica el punto 6.3.4. Los viales se incubaron a la oscuridad en condiciones 
anaerobias a una temperatura de 30 °C y se tomó muestra periódicamente de 
ellos utilizando jeringas y por medio de técnicas microbiológicas asépticas y se 
analizó el contenido de Fe(II) por medio del método de la ferrozina de acuerdo a 
la metodología descrita por Lovley y Philips en 1986, descrito anteriormente en 
el punto 6.3.6. El tratamiento y análisis anteriormente descrito se llevó a cabo por 
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triplicado y se corrió un blanco. El porcentaje y la tasa de reducción fue calculada 
por medio de las ecuaciones 1 y 2 mencionadas en el punto 6.3.6. 
 
 
 
6.3.11 Reducción de Fe(III) por el cultivo pigmentado y no pigmentado de 
Serratia, S. oneidensis, y el cultivo no pigmentado de Serratia en presencia 
de prodigiosina exógena con donadores de electrones alternativos 
 
 
 
Con el objetivo de evaluar diversos donadores de electrones diferentes al 
acetato dentro del proceso de reducción de las formas soluble y no soluble de 
Fe(III), los medios de cultivo se prepararon como se indicó anteriormente para 
cada una de las bacterias (6.3.3, 6.3.4, 6.3.5, respectivamente), sustituyendo al 
acetato por glicerol o glucosa; los cuales fueron agregados a una concentración 
de 20 mM. Los medios de cultivo fueron inoculados con los cultivos bacterianos 
correspondientes. Posteriormente, fueron incubados y la cantidad de Fe(II) se 
analizó por el método de la ferrozina según fue indicado anteriormente para cada 
cultivo bacteriano. El porcentaje y la tasa de reducción fue calculada por medio 
de las ecuaciones 1 y 2 mencionadas en el punto 6.3.6 
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6.3.12 Desarrollo activo de bioánodos  
 
 
 
6.3.12.1 Lavado de electrodos de grafito 
 
 
 
Los electrodos a ser utilizados para promover la formación activa de una 
biopelícula del cultivo no pigmentado de Serratia y S. oneidensis se cortaron con 
forma de prisma rectangular de altura de 5 cm, largo de 2.5 cm y ancho de 1.5 
cm. Estos electrodos se lavaron vigorosamente utilizando agua corriente del grifo, 
esto con el objetivo de desprender cualquier partícula de superficie suelta. 
Posteriormente, se colocaron en un vaso de precipitado que contenía agua 
desionizada y se hirvió por 15 minutos. Finalmente, los electrodos de grafito 
fueron colocados en HCl 1M por un período de 3 horas, posteriormente fueron 
lavados de nueva cuenta utilizando agua desionizada hasta que esta agua 
alcanzó un pH de 7. Por último, se dejaron secar a temperatura ambiente. 
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6.3.12.2 Producción de inóculo no pigmentado de Serratia 
 
 
 
Para el desarrollo del inóculo, se utilizó una asada de un cultivo en agar 
inclinado de Serratia pigmentada y se inoculó en 5 mL de medio LB estéril 
adicionado con glucosa al 2 %, posteriormente se incubó por 24 horas a 30 °C. 
A partir de este cultivo se tomaron de manera aséptica 1.5 mL y se inoculó en 15 
mL de caldo LB estéril adicionado con glucosa al 2 %, posteriormente se incubó 
por 24 horas a una temperatura de 30 °C y 150 rpm. Después del período de 
incubación se tomaron 10 mL del cultivo y se inocularon en 100 mL de medio LB 
adicionado con glucosa al 2 % estéril contenido en un matraz Erlenmeyer, este 
cultivo se incubó por 20 horas a 30 °C y 150 rpm. Después de este último período 
de incubación, se tomaron 10 mL y se centrifugaron en un tubo Falcon estéril de 
50 mL de volumen por 20 minutos a 4 °C y 4,600 rpm. Posteriormente, se decantó 
el contenido del tubo Falcon y se agregaron 10 mL de solución salina al 0.85 % 
y se sometió a vortex por 1 minuto con el objetivo de lavar las células. Después 
de esto, se realizó un nuevo período de centrifugación por 20 minutos a 4 °C y 
150 rpm, se decantó el contenido del tubo Falcon y se re suspendieron con la 
cantidad necesaria de solución salina al 0.85% para ajustar la densidad óptica a 
0.6, medida a una longitud de onda de 600 nm en un espectrofotómetro (Varian 
50 Tablet, Palo Alto, California).  
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6.3.12.3 Diseño Plackett-Burman para la producción de una biopelícula de 
un cultivo no pigmentado de Serratia en condiciones controladas 
 
 
 
Con el objetivo de llevar a cabo la producción de un bioánodo compuesto 
del cultivo de interés sobre el electrodo de grafito. Se realizó un diseño Plackett-
Burman (diseño factorial fraccionado) en donde los parámetros a analizar fueron: 
la temperatura, pH, concentración de medio de cultivo, agitación, tiempo y 
concentración de inóculo (ver TABLA III). Para este ensayo se utilizaron 100 mL 
de medio LB, los cuales se inocularon con la cantidad correspondiente de inóculo 
y se incubaron según la corrida correspondiente indicada en la misma. El paquete 
estadístico Minitab (Minitab, Inc., State College, PA, USA) fue utilizado para llevar 
a cabo el análisis del diseño de experimentos y procesamiento de datos. El factor 
de respuesta medido fueron las unidades formadoras de colonias crecidas en la 
placa Petri después del período de incubación correspondiente. 
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TABLA III. 
MATRIZ DECODIFICADA DEL DISEÑO PLACKETT-BURMAN GENERADO 
EN MINITAB PARA EL CULTIVO NO PIGMENTADO DE Serratia 
 
Corrida  
Temperatura 
(°C) pH  
Concentración de 
medio (% P/V) 
Agitación 
(rpm) 
Tiempo 
(días) 
Inóculo  
(%) 
1 28  6 1 150 7  10 
2 30  7 0.50 150 7  10 
3 28  7 0.50 100 5  20 
4 28  6 0.50 100 5  10 
5 30  7 0.50 150 5  10 
6 28  6 0.50 150 7  20 
7 30  6 1 150 5  20 
8 30  7 1 100 7  20 
9 30  6 1 100 5  10 
10 28  7 1 150 5  20 
11 30  6 0.50 100 7 20 
12 28  7 1 100 7  10 
 
 
 
6.3.12.4 Determinación de viabilidad celular del cultivo no pigmentado de 
Serratia 
 
 
 
La determinación del número de células viables se realizó al final de cada 
proceso de formación. En este punto, los electrodos se retiraron de manera 
aséptica y se lavaron con agua destilada estéril utilizando pipeta Pasteur estéril, 
esto con el objetivo de eliminar todas aquellas células que no estuvieran 
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adheridas al electrodo. Las células adheridas al electrodo fueron desprendidas 
de él y colocadas en tubos Falcon de 50 mL de volumen conteniendo 20 mL de 
solución salina estéril al 0.85 % por medio de sonicador celular por un tiempo de 
3 minutos. Las células viables y cultivables fueron enumeradas por medio de la 
técnica de dilución y siembra en placa utilizando solución salina como diluyente 
secundario y agar LB. Los cultivos fueron incubados a 37 °C por 24 horas. Los 
resultados fueron expresados en UFC cm-2. 
 
 
 
6.3.12.5 Producción de inóculo de S. oneidensis. 
 
 
 
Para el desarrollo del inóculo, se utilizó una asada de un cultivo en agar 
inclinado de S. oneidensis y se inoculó en 5 mL de medio LB estéril, 
posteriormente se incubó por 24 horas a 30 °C. Posterior a este período de 
incubación, se procedió de la misma manera en que se menciona en el punto 
6.3.12.2 
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6.3.12.6 Diseño Plackett-Burman para la producción de una biopelícula de 
S. oneidensis en condiciones controladas 
 
 
 
Con el objetivo de llevar a cabo la producción de un bioánodo compuesto 
del cultivo de interés y el electrodo de grafito, se procedió de la misma manera a 
lo indicado en el punto 6.3.12.3 (Ver TABLA IV).  
 
 
 
TABLA IV. 
MATRIZ DECODIFICADA DEL DISEÑO PLACKETT-BURMAN GENERADO 
EN MINITAB PARA EL CULTIVO DE S. oneidensis 
Corrida  
Temperatura 
(°C) pH  
Concentración 
medio (% P/V)  
Agitación 
(rpm) 
Tiempo 
(días) 
Inóculo 
(%) 
1 28  6 1 150 7  10 
2 30  7 0.50 150 7  10 
3 28  7 0.50 100 5  20 
4 28  6 0.50 100 5  10 
5 30  7 0.50 150 5  10 
6 28  6 0.50 150 7  20 
7 30  6 1 150 5  20 
8 30  7 1 100 7  20 
9 30  6 1 100 5  10 
10 28  7 1 150 5  20 
11 30  6 0.50 100 7  20 
12 28  7 1 100 7  10 
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6.3.12.7 Determinación de viabilidad celular de S. oneidensis 
 
 
 
La determinación del número de células viables se realizó al final de cada 
proceso de formación de una biopelícula y se procedió de la misma manera que 
lo indicado en el punto 6.3.12.4. 
 
 
 
6.3.13 Desempeño del bioánodo generado en una CCM de doble cámara. 
 
 
 
6.3.13.1 Configuración de la CCM 
 
 
 
Una celda de combustible microbiana de doble cámara (Scientific glass, 
Adams y Chittenden, USA) fue construida con frascos de borosilicato de volumen 
de 250 mL cada uno. Ambos frascos fueron sellados juntos utilizando pinzas. Una 
membrana de intercambio protónico Nafion 117 (Membranes International, 
GlenRock, NJ, USA) fue colocada entre la cámara anódica y la cámara catódica. 
Grafito en barra (Mentor USA) fue utilizado como ánodo y cátodo. El tamaño de 
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estos electrodos utilizados fue de 5 cm de alto, 2.5 cm de largo y 1.5 cm de ancho. 
Ambos electrodos fueron lavados como se indica en el punto 6.3.12.4. El ánodo 
y cátodo fueron conectados con cable de cobre en modo de circuito abierto. La 
cámara anódica fue mantenida bajo condiciones de anaerobiosis por medio de la 
inyección de N2 cada 24 h. Por otro lado, la cámara catódica fue llenada con agua 
y mantenida bajo condiciones aerobias inyectando un caudal de aire de 21.2 pies3 
min-1 de manera continua mediante una bomba de pecera.  
 
 
6.3.13.2 Biocatalizador y agua residual sintética 
 
 
 
Un inóculo de 100 mL del cultivo no pigmentado de Serratia fue utilizado 
como biocatalizador. En la cámara anódica se agregó como líquido anódico el 
medio de cultivo denominado agua residual sintética (DSW) [KH2PO4- 0.25, 
NH4Cl - 0.5, K2HPO4 - 0.25, MgCl2.6H2O - 0.3, FeCl3 - 0.025, NiCl4 - 0.016, CoCl2 
- 0.025, ZnCl2 - 0.0115, CuCl2 - 0.0105, CaCl2 - 0.005, MnCl2 - 0.015] y se adicionó 
glucosa (3.0 g/L). La operación de la CCM fue en modo fed batch a temperatura 
ambiente (28-32 °C). La cámara anódica fue inoculada con 20 mL de biomasa 
del cultivo no pigmentado de Serratia. Este cultivo fue preparado de la siguiente 
forma: 100 mL de un inóculo del cultivo crecido en medio LB adicionado con 
glucosa al 2 % fue concentrado por medio de centrifugación en tubos Falcon de 
50 mL de volumen a 4,000 rpm por un período de 10 minutos. El sedimento se 
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recolectó en una bureta de 100 mL estéril hasta completar 20 mL de biomasa del 
cultivo no pigmentado de Serratia.  
 
 
 
6.3.13.3 Operación de la CCM 
 
 
 
La CCM fue operada por un período total de 440 horas. El voltaje y la 
corriente fue medida cada 4 horas, una caída en la lectura de voltaje fue 
interpretado como el momento en que había que hacer un cambio en líquido 
anódico. Para esto, 180 mL del medio agua residual sintética fue remplazada con 
medio agua residual sintética recién preparada. Con el objetivo de asegurar el 
microambiente anaeróbico, al momento de hacer el cambio de agua residual 
sintética se inyectó con N2 gas por 20 minutos. El sistema fue evaluado a una 
carga de materia orgánica de 3000 mg L-1 (glucosa). 
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6.3.13.4 Análisis 
 
 
 
El desempeño de la CCM fue evaluado en base a la lectura del diferencial 
de potencial leído por el multímetro. Mediante él se obtuvieron los datos del 
voltaje (mV) y corriente (mA) en modo de circuito abierto. La determinación de 
mV y mA se llevó a cabo cada 4 h hasta completar 444 h, utilizando el lenguaje 
de programación gráfica LabVIEW (Laboratory Virtual Instrument Engineering 
Workbech. National Instruments. Austin, Texas). Para esto, se desarrolló el panel 
frontal y se programó el diagrama de bloque en el cual se indicó la periodicidad 
de la determinación de mV y mA. Posteriormente, se desarrollaron las terminales 
de entrada y salida de datos. Los valores de las mediciones se registraron 
directamente en un documento de Microsoft Excel (Redmond, Washington, 
EE.UU.). Finalmente, se hicieron cálculos de densidad de potencia en función del 
área superficial del electrodo. Cada análisis experimental fue llevado a cabo por 
duplicado y el resultado refleja un promedio de ellos.  
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CAPÍTULO 7 
 
 
 
RESULTADOS 
 
 
 
En el presente capítulo se muestran los resultados obtenidos durante el 
proyecto. 
 
 
 
7.3.1 Identificación del cultivo bacteriano por medio de pruebas 
bioquímicas 
 
 
 
Se confirmó que el cultivo bacteriano productor de prodigiosina y que 
pertenece al cepario del laboratorio de Biotecnología de la Facultad de Ciencias 
Químicas de la Universidad Autónoma de Nuevo León se trata de una bacteria 
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perteneciente al género Serratia aunque no fue posible llevar a cabo la 
identificación de la especie ya que muchas pruebas mostraban interferencia 
causada por la excesiva producción de prodigiosina con lo cual era imposible dar 
una resolución entre un resultado positivo o negativo (ver TABLA V). Debido a 
esto se decidió continuar con la identificación molecular de la bacteria. A 
continuación, se muestran los resultados de las pruebas bioquímicas realizadas 
(ver Figura 5). 
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TABLA V  
RESULTADOS DE PRUEBAS BIOQUÍMICAS 
 
*Interferencia de la prodigiosina  
D: Débil respuesta  
Ψ: Datos obtenidos del manual de Bergey de bacteriología sistemática para 
Serratia marcescens subsp. marcescens ATCC 13880 (Bergey, 2005). 
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Figura 5. Pruebas bioquímicas. a) producción de pigmento; b) movilidad e indol; 
c) rojo de metilo y VP; d) lisina descarboxilasa; e) ornitina descarboxilasa; f) 
gelatinasa; g) fermentación de glucosa, sacarosa y lactosa; h) triple azúcar hierro. 
 
 
 
d e f 
g h 
a b c 
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7.3.2 Análisis de ADN del aislado bacteriano 
 
 
 
El ADN aislado del cultivo bacteriano se analizó por electroforesis en gel 
de agarosa para evaluar su integridad y pureza (ver Figura 6). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 6. Electroforesis del ADN aislado. (1) marcador de peso molecular, (2 y 
3) extracciones digeridas con RNAsaH, (4 y 5) extracciones sin digerir con 
RNAsaH y concentradas. 
 
 
Se logró amplificar la región de interés correspondiente a la subunidad 16 
S rRNA y fue posible ver la banda intensa en aproximadamente 1000 pb (ver 
Figura 7).  
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Figura 7. Electroforesis de los amplicones. (1) Marcador de peso molecular, (2) 
Blanco, (3) Muestra. 
 
 
 
Del gel de la electroforesis preparativa mostrado en la anterior se cortó la banda 
de aproximadamente 1000 pb y se sometió a un proceso de purificación ver 
Figura 8).  
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Figura 8. Electroforesis preparativa para purificación. (1) Marcador de peso 
molecular, (2) Muestra. 
 
 
 
Finalmente se comprobó por medio de electroforesis la pureza del fragmento 
amplificado (ver Figura 9). 
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Figura 9. Electroforesis del fragmento amplificado después de la purificación. (1) 
Marcador de peso molecular, (2) Muestra. 
 
 
 
El análisis de homología de ADN utilizando Blast dio como resultado que 952 
bases nucleotídicas son confiables en un 99 % con Serratia marcescens. El árbol 
filogenético generado por el método Neighbor-Joining ordena el aislado 
bacteriano junto a otras cepas filogenéticamente relacionadas (ver Figura 10). La 
secuencia de la cepa en estudio fue registrada en el Centro Nacional de 
1 2 
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Información Biotecnológica (NCBI) de los Estados Unidos Americanos como 
Serratia marcescens 11E con el número de acceso MK598756.   
 
Figura 10. Relaciones evolutivas de los taxones. La historia evolutiva se infirió 
utilizando el método Neighbor-Joining. Los análisis evolutivos se realizaron en 
MEGA7. 
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7.3.3 Producción de un cultivo pigmentado de Serratia marcescens 11E 
 
 
Se desarrolló el inóculo pigmentado de Serratia marcescens 11E y se 
ajustó su densidad óptica en 0.6 medida a 600 nm. Esta lectura de absorbancia 
representó una cantidad celular de 20 x 106 UFC mL-1.  
 
 
 
7.3.4 Producción de un cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E 
 
 
 
La evaluación de la cantidad de glucosa necesaria para inhibir la producción de 
prodigiosina en el cultivo de S. marcescens 11E fue de 2 % p/v. Esta es la 
cantidad mínima de esta fuente de carbono que lleva a cabo la represión del 
metabolito secundario, produciendo por lo tanto un cultivo no pigmentado (ver 
Figura 11). Posteriormente, y como se realizó anteriormente para el cultivo 
pigmentado, se llevó a cabo el ajuste en la densidad celular hasta obtener una 
absorbancia medida a 600 nm de 0.6 (ver Figura 12).  
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Figura 11. Efecto de la glucosa sobre la producción del metabolito secundario 
prodigiosina. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 12. Inóculos de los cultivos no pigmentados y pigmentados de S. 
marcescens 11E 
 
0.5 % glucosa 1 % glucosa 2 % glucosa 
Inóculo 
pigmentado 
de S. 
marcescens 
11E 
Inóculo no pigmentado de 
S. marcescens 11E  
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7.3.5 Producción de un cultivo de Shewanella oneidensis  
 
 
 
De manera similar a los cultivos de S. marcescens 11E (pigmentado y no 
pigmentado), se desarrolló el inóculo de S. oneidensis hasta obtener una 
densidad celular de 20 x 106 UFC mL-1. 
 
 
 
7.3.6 Evaluación de la reducción de citrato de Fe(III) por el cultivo 
pigmentado de S. marcescens 11E  
 
 
 
La producción de Fe(II) como consecuencia de la reducción de Fe(III) en 
medio de cultivo agua residual sintética (DSW) adicionado con acetato como 
donador de electrones fue evaluada (ver Figura 13). Durante las primeras 10 h 
ocurre una producción rápida de 3.14 mM de Fe(II). Posteriormente y hasta las 
48 h se lleva a cabo un aumento ligero y constante en su producción (2.04 mM). 
Después, una fase estacionaria aparece y se extiende hasta las 96 h. Finalmente, 
ocurre un ligero aumento de 1 mM de Fe(II) a las 144 h de incubación.  
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Figura 13. Producción de Fe(II) por el cultivo pigmentado de S. marcescens 11E. 
La barra de error indica la desviación estándar de 3 réplicas.  
 
 
7.3.7 Evaluación de la reducción de citrato de Fe(III) por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E  
 
 
 
La producción de Fe(II) en el medio de cultivo DSW adicionado con acetato 
realizada por la bacteria no pigmentada de S. marcescens 11E es mostrada abajo 
(ver Figura 14). Este microorganismo mostró un patrón continuo en la reducción 
de Fe(III) a partir de las primeras 6 h de incubación y hasta las 144 h; período en 
el cual ocurrió una producción de 9.72 mM de Fe(II). 
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Figura 14. Producción de Fe(II) por el cultivo no pigmentado de S. marcescens 
11E. La barra de error indica la desviación estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
7.3.8 Evaluación de la reducción de citrato de Fe(III) por el cultivo de S. 
oneidensis 
 
 
  
La producción de Fe(II) a partir de la reducción de Fe(III) efectuada por el 
cultivo de S. oneidensis es mostrada abajo (ver Figura 15). En este caso, se 
observó una intensa reducción durante las primeras 10 h de incubación (6.9 mM). 
Posteriormente, la reducción de Fe(III) siguió pero de una forma menos activa a 
lo mostrado durante las primeras horas generando 11.21 mM adicionales en un 
lapso de 134 h. 
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Figura 15. Producción de Fe(II) por el cultivo de S. oneidensis. La barra de error 
indica la desviación estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
7.3.9 Caracterización química de la prodigiosina extraída  
 
 
 
La prodigiosina extraída se analizó por medio de FTIR y HPLC. Los 
espectros obtenidos que demuestran su pureza se presentan en seguida (ver 
Figura 16a-b). 
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Figura 16. Espectro de FTIR (a) y cromatograma de HPLC de prodigiosina 
purificada (b). 
 
 
 
En el espectro mostrado en la figura 16a se presenta un pico de absorción 
a una longitud de onda de 3294 cm-1 (O-H estiramiento), otro a 2851 cm-1 (C-H y 
C=O estiramientos) y uno más a 1552 cm-1 (C=C aromático, NO2 estiramiento). 
Estas bandas de absorción representan diversos enlaces presentes en la 
molécula de la prodigiosina. Además, son apreciables las bandas de absorción a 
a 
b 
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1652 cm-1 (C=O aromáticos), La banda de absorción a 1,242 cm-1 podría deberse 
a enlace C-O (carboxílicos estiramiento), 1146 cm-1 (C-N aminas), mientras que 
a longitudes de onda de 888 cm-1 y 701 cm-1 se observan bandas de absorción 
pertenecientes a C-H de anillos fenólicos, de la misma manera a 1462 cm-1 se 
observa absorción de C-H. 
La imagen 16b muestra el cromatograma obtenido a las condiciones descritas en 
la sección 6.3.9. En ella se observa la aparición de un solo pico con un tiempo de 
retención de 5.26 min. 
 
 
 
7.3.10 Evaluación de la reducción de citrato de Fe(III) por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E en presencia de prodigiosina exógena 
 
 
 
La producción de Fe(II) generada por el cultivo no pigmentado de S. 
marcescens 11E en el medio de cultivo DSW adicionado con acetato como 
donador de electrones y prodigiosina exógena extraída del cultivo pigmentado de 
S. marcescens 11E es mostrada debajo (ver Figura 17). En ella se muestra que 
a partir de las primeras 4 h y hasta las 48 h el cultivo produce 6.34 mM de Fe(II). 
Esto de manera constante. A partir de este punto y hasta las 96 h no existe 
cambio en la concentración de Fe(II). Finalmente, de las 96 h y hasta las 144 h 
el cultivo produce 1.24 mM de Fe(II). En la Figura 17 se muestra el perfil de 
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reducción de Fe(III) en la forma soluble (Citrato de Fe(III)) llevado a cabo por los 
cultivos bacterianos en estudio. En este perfil comparativo se puede observar que 
S. oneidensis lleva a cabo una mayor producción de Fe(II) a las 144 h de 
incubación, cumpliendo este resultado con lo esperado. Por otro lado, el cultivo 
no pigmentado de S. marcescens 11E lleva a cabo una mayor reducción que la 
generada por el cultivo pigmentado y por el cultivo en el cual se adicionó 
prodigiosina extracelular. Por medio de este resultado se reconoce que la 
prodigiosina extracelular no lleva a cabo una función de mediador redox en las 
condiciones ensayadas y descritas. 
 
 
 
 
Figura 17. Producción de Fe(II) por el cultivo no pigmentado de S. marcescens 
11E en presencia de prodigiosina exógena. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
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La bacteria Fe(III)-reductora de referencia S. oneidensis lleva a cabo la 
producción de 18.11 mM de Fe(II) a partir de citrato de Fe(III) (forma soluble) (ver 
Figura 18). En comparación con los demás cultivos en estudio esta concentración 
es significativamente mayor (p < 0.05). Así mismo, S. marcescens 11E no 
pigmentada reduce una concentración significativamente mayor (p < 0.05) de 
Fe(III) (9.72 mM) que el cultivo de S. marcescens 11E no pigmentada en 
presencia de PG exógena, el cual produjo 8.11 mM de Fe(II) y que el cultivo 
pigmentado de S. marcescens que fue capaz de producir  6.28 mM. Este 
resultado indica que, de los cultivos en evaluación, el cultivo no pigmentado de 
S. marcescens presenta mayor capacidad exoelectrogénica. Esto reflejado en el 
porcentaje de reducción y tasa de reducción de la forma soluble de Fe(III) 
presentado (ver TABLA VI). 
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Figura 18. Producción de Fe(II) a las 144 h de incubación por los 4 cultivos 
bacterianos. La barra de error indica la desviación estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
7.3.11 Evaluación de la reducción de óxido de Fe(III) por el cultivo 
pigmentado de S. marcescens 11E 
 
 
 
La producción de Fe(II) por parte de la bacteria pigmentada de S. 
marcescens a partir del donador de electrones acetato y usando la forma de 
hierro insoluble Fe2O3 como aceptor de electrones es mostrado debajo (ver 
Figura 19). En ella se observa la incapacidad del microorganismo para llevar a 
cabo la reducción de Fe(III). Desde el inicio del experimento y después de 144 h 
de incubación la concentración de Fe(II) se mantiene en 0 mM. 
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Figura 19. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) por el cultivo 
pigmentado de S. marcescens 11E. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
 
 
7.3.12 Evaluación de la reducción de óxido de Fe(III) por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E  
 
La producción de Fe(II) usando como aceptor de electrones al Fe2O3 es 
mostrada a continuación (ver Figura 20). En esta imagen se observa que de la 
reducción de Fe(III) se  generan 4.56 mM de Fe(II) en tan solo 10 h de incubación. 
Después de este período y hasta las 96 h de experimentación, la producción de 
Fe(II) se llevó a cabo de forma ligera pero constante (3.11 mM). En las últimas 
48 h de incubación (96-144 h) se observó una fase estacionaria en donde la 
concentración de Fe(II) fue constante. 
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Figura 20. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
 
 
7.3.13 Evaluación de la reducción de óxido de Fe(II) por S. oneidensis  
 
 
 
La reducción de Fe(III) llevada a cabo por la bacteria S. oneidensis se 
observa a continuación (ver Figura 21). En esta imagen se evidencia la capacidad 
reductora de este microorganismo. Esta bacteria lleva a cabo la reducción de 
Fe2O3 de forma constante e intensa desde el inicio del perido de incubación y 
hasta las primeras 48 h de incubación, generando15 mM de Fe(II). A partir de 
este punto y hasta las 96 h, la concentración de Fe(II) producido es de 1 mM. 
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Finalmente, dentro de las ultimas 48 h de incubación, S. oneidensis mostro un 
período estacionario en el cual no hubo generación significativa de Fe(II). 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 21. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) por el cultivo de S. 
oneidensis. La barra de error indica la desviación estándar de 3 réplicas. 
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7.3.14 Evaluación de la reducción de óxido de Fe(III) por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E en presencia de prodigiosina exógena 
 
 
 
La reducción de Fe(III) realizada por el cultivo no pigmentado de S. 
marcescens 11E en medio de cultivo DSW adicionado con acetato como donador 
de electrones y prodigiosina exógena es mostrada a continuación (ver Figura 22). 
En esta imagen se aprecia que la reducción de Fe(III) es de manera constante e 
intensa durante las primeras 10 h de incubación (4 mM). Posteriormente, se 
generan 2 mM en un período de 38 h. Finalmente, durante las últimas 96 h de 
incubación del cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E generó 0.73 mM de 
Fe(II). 
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Figura 22. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E en presencia de prodigiosina exógena. La 
barra de error indica la desviación estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
La reducción de Fe(III) insoluble (óxido de Fe(III)) llevado a cabo por los 
cultivos bacterianos en estudio es mostrada a continuación (ver Figura 23). En 
este perfil comparativo se puede observar que el microorganismo reductor de 
Fe(III) de referencia S. oneidensis lleva a cabo una mayor producción de Fe(II) a 
las 144 h de incubación (16.89 mM). Por otro lado, el cultivo no pigmentado de 
S. marcescens 11E lleva a cabo la producción de 7.89 mM de Fe(II), la cual es 
significativamente superior a la obtenida por el cultivo no pigmentado en 
presencia de PG exógena (6.45 mM) y por el cultivo pigmentado (0 mM) (p < 
0.05). De nueva cuenta, el cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E presenta 
el mayor poder exoelectrogénico (ver TABLA VII). 
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Figura 23. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) a las 144 h de 
incubación por los 4 cultivos bacterianos. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
7.3.15 Efecto de donadores de electrones alternativos en la reducción de 
citrato de Fe(III) y óxido de Fe(III) por los cultivos en evaluación 
 
 
 
La producción de Fe(II) como consecuencia de la reducción de Fe(III) 
llevada a cabo por la bacteria pigmentada S. marcescens 11E utilizando glicerol 
(a) y glucosa (b) como donadores de electrones es mostrada a continuación (ver 
Figura 24a-b). Cuando el glicerol es el donador de electrones, la generación de 
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Fe(II) es ligera y constante a partir de las primeras 10 h y hasta las 144 h de 
incubación (2.7 mM). Por el contrario, la glucosa muestra que acopla en mejor 
medida su oxidación con la reducción de Fe(III) ya que durante las primeras 10 h 
de incubación se producen 7.49 mM de Fe(II). Posteriormente, a las 48 h de 
incubación la concentración de Fe(II) aumenta 1.03 mM. Finalmente, a las 144 h 
la concentración de Fe(II) se mantiene sin cambio significativo. 
 
 
 
7.3.15.1 Cultivo pigmentado de S. marcescens 11E y citrato de Fe(III) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 24. Producción de Fe(II) a partir de citrato de Fe(III) por el cultivo 
pigmentado de S. marcescens 11E. a) glicerol como donador de electrones; b) 
glucosa como donador de electrones. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
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7.3.15.2 Cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E y citrato de Fe(III) 
 
 
 
En la Figura 25a-b se observa la reducción realizada por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens utilizando como donador de electrones glicerol y 
glucosa. En el caso de glicerol, la reducción de Fe(III) ocurre de manera 
constante desde el inicio del período de incubación, alcanzando 4.5 mM de Fe(II) 
a las 144 h de incubación (ver Figura 25a). Por otro lado, al utilizar glucosa como 
donador de electrones, ocurre una generación intensa de Fe(II). Durante las 
primeras 10 h de incubación se producen 8 mM de Fe(II). Posteriormente, ocurre 
una paulatina generación de Fe(II); alcanzando a las 144 h de incubación una 
concentración de 11.46 mM (ver Figura 25b).  
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 25. Producción de Fe(II) a partir de citrato de Fe(III) por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E. a) glicerol como donador de electrones; b) 
glucosa como donador de electrones. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
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7.3.15.3 Cultivo de Shewanella oneidensis y citrato de Fe(III) 
 
 
 
La generación de Fe(II) por S. oneidensis presentó una producción 
máxima de 7.9 mM cuando se utiliza glicerol como donador de electrones (ver 
Figura 26a). Por otra parte, cuando la glucosa es utilizada como donador de 
electrones la producción máxima Fe(II) alcanza una concentración de 18.71 mM 
(ver Figura 26b). En ambos casos, la generación de Fe(II) fue superior a lo 
producido por cualquier otro cultivo en experimentación en el presente trabajo. 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 26. Producción de Fe(II) a partir de citrato de Fe(III) por el cultivo de S. 
oneidensis a) glicerol como donador de electrones; b) glucosa como donador de 
electrones. La barra de error indica la desviación estándar de 3 réplicas. 
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7.3.15.4 Cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E con citrato de Fe(III) 
y adicionado con prodigiosina exógena 
 
 
 
La reducción de Fe(III) llevada a cabo por S. marcescens 11E (no 
pigmentada) con glicerol como donador de electrones en presencia de 
prodigiosina exógena es observada a continuación (ver Figura 27a-b). En este 
caso, la máxima concentración de Fe(II) producido cuando se utiliza glicerol como 
donador de electrones fue de 3.21 mM (ver Figura 27a). Por otro lado cuando la 
glucosa se utilizó como donador de electrones, la máxima producción de Fe(II) 
fue de 9.1 mM a las 144 h de incubación (ver Figura 27b). Estos valores son 
menores a los presentados por el mismo cultivo en ausencia de prodigiosina 
exógena (glicerol, 4.5 mM y glucosa, 11.4 mM).  
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Figura 27. Producción de Fe(II) a partir de citrato de Fe(III) por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E en presencia de prodigiosina exógena. a) 
glicerol como donador de electrones; b) glucosa como donador de electrones. La 
barra de error indica la desviación estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
El perfil de reducción de Fe(III) en la forma soluble (citrato de Fe(III)) 
acoplado a la oxidación de los donadores de electrones alternativos glicerol y 
glucosa es mostrado a continuación (ver Figura 28). Nuevamente el 
microorganismo de referencia S. oneidensis lleva a cabo la mayor reducción de 
Fe(III) al utilizar glicerol y glucosa como donadores de electrones. Este perfil es 
el esperado para este microorganismo. Por otro lado, S. marcescens 11E no 
pigmentada es el microorganismo que le sigue en cuanto al poder reductivo al 
oxidar glicerol y glucosa. En el caso de S. marcescens 11E no pigmentada en 
presencia de prodigiosina exógena, se observa una reducción menor a la llevada 
a cabo por el cultivo anteriormente mencionado. Por último, S. marcescens 11E 
pigmentada es el microorganismo que lleva a cabo la producción de menor 
cantidad de Fe(II) utilizando ambos donadores de electrones. En base a estos 
resultados, es evidente que el cultivo no pigmentado S. marcescens 11E produce 
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una mayor cantidad de Fe(II) a partir de la reducción de Fe(III) soluble, al oxidar 
el donador de electrones glucosa. 
 
 
 
 
Figura 28. Producción de Fe(II) a partir de citrato de Fe(III) a las 144 h de 
incubación por los 4 cultivos bacterianos. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
7.3.15.5 Cultivo pigmentado de Serratia marcescens 11E y óxido de Fe(III) 
 
 
 
La producción de Fe(II) es observada a continuación (ver Figura 29a-b). 
En ella se aprecia que el cultivo pigmentado de S. marcescens 11E no es capaz 
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de llevar a cabo la reducción de Fe(III) cuando el glicerol (ver Figura 29a) y 
glucosa (ver Figura 29b) son utilizados como donadores de electrones.  
 
 
 
Figura 29. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) por el cultivo 
pigmentado de S. marcescens 11E. a) glicerol como donador de electrones; b) 
glucosa como donador de electrones. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
7.3.15.6 Cultivo no pigmentado de Serratia marcescens y óxido de Fe(III) 
 
 
 
La reducción de Fe(III) llevada a cabo por el cultivo no pigmentado de S. 
marcescens es mostrada debajo (ver Figura 30a-b). En ella se visualiza que el 
glicerol como donador de electrones provoca que durante las primeras 10 horas 
ocurra de forma intensa la producción de 2.5 mM de Fe(II) (ver Figura 30a). 
Posteriormente, el proceso reductivo llevado a cabo por el microorganismo entra 
en una fase estacionaria en donde la producción de Fe(II) aumenta solamente 
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1.46 mM en un período de tiempo de 134 h. Por otro lado, cuando la glucosa es 
utilizada como donador de electrones, la reducción de Fe(III) llevada a cabo por 
el microorganismo ocurre de manera mas intensa y de forma estable desde el 
inicio del período de incubación. La concentracion final de Fe(II) producida a las 
144 h fue de 9.82 mM (ver Figura 30b).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 30. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) por el cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E. a) glicerol como donador de electrones; b) 
glucosa como donador de electrones. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
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7.3.15.7 Shewanella oneidensis y óxido de Fe(III) 
 
 
 
La producción de Fe(II) a partir de la reducción de Fe(III) por acción de S. 
oneidensis es observada a continuación (ver Figura 31a-b). En ella se observa 
que, al utilizar glicerol como donador de electrones, solamente se obtienen 6.66 
mM de Fe(II) a las 144 h de incubación (ver Figura 31a). Por el contrario, cuando 
se utiliza glucosa como donador de electrones S. oneidensis lleva a cabo una 
mayor producción de Fe(II), alcanzando una máxima concentración de 19.06 mM 
a las 144 h de incubación (ver Figura 31b). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 31. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) por S. oneidensis. a) 
glicerol como donador de electrones; b) glucosa como donador de electrones. La 
barra de error indica la desviación estándar de 3 réplicas. 
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7.3.15.8 Cultivo no pigmentado de Serratia marcescens con óxido de Fe(III) 
y adicionado con prodigiosina exógena 
 
 
 
La generación de Fe(II) a partir de la reducción de óxido de Fe(III) insoluble 
como aceptor de electrones y el cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E 
como biocatalizador es mostrada a continuación (ver Figura 32a-b). En esta 
imagen se observa de nueva cuenta que el glicerol como donador de electrones 
no es lo suficientemente adecuado para generar una producción considerable de 
Fe(II). A las 144 h de incubación la concentración generada fue de 2.21 mM de 
Fe(II) (ver Figura 32a). Por el contrario, la utilización de glucosa como donador 
de electrones generó una concentración de 8.46 mM a las 144 h (ver Figura 32b). 
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Figura 32. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) por cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E en presencia de prodigiosina exógena. a) 
glicerol como donador de electrones; b) glucosa como donador de electrones. La 
barra de error indica la desviación estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
La reducción de Fe(III) insoluble (óxido de Fe(III)) llevado a cabo por los 
cultivos bacterianos en estudio utilizando como donadores de electrones glicerol 
y glucosa es mostrada a continuación (ver Figura 33). En este perfil 
comparativo se puede observar que de nueva cuenta el microorganismo de 
referencia S. oneidensis lleva a cabo una mayor producción de Fe(II) a las 144 
h de incubación. Por otro lado, el cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E 
lleva a cabo una mayor reducción que la generada por el cultivo no pigmentado 
en el cual se adicionó prodigiosina extracelular. Para el caso de S. marcescens 
11E pigmentada, no llevó a cabo producción de Fe(II) al utilizar glicerol y 
glucosa como donadores de electrones.  
En este caso, de nueva cuenta es evidente que el cultivo no pigmentado 
de S. marcescens 11E lleva a cabo la mayor producción de Fe(II) a partir de 
Fe(III) insoluble cuando utiliza a la glucosa como donador de electrones. 
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Figura 33. Producción de Fe(II) a partir de óxido de Fe(III) a las 144 h de 
incubación por los 4 cultivos bacterianos. La barra de error indica la desviación 
estándar de 3 réplicas. 
 
 
 
En el presente capítulo se reportan también los porcentajes y la tasa de reducción 
para cada una de las bacterias en estudio (Ver TABLAS VI, VII, VIII y IX). En ellas 
se observa que aparte del cultivo reductor de Fe(III) de referencia S. oneidensis, 
el cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E es el que muestra un mayor 
poder exoelectrogénico cuando utiliza glucosa como donador de electrones. 
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TABLA VI. 
RESUMEN DE LA PRODUCCIÓN, PORCENTAJE Y TASA DE REDUCCIÓN DE 
Fe(III) A LAS 144 h DE INCUBACIÓN POR EL CULTIVO PIGMENTADO DE S. 
marcescens 11E.   
 
Condición 
experimental1 
 
 
Fe(II) 
(mM) 
 
Porcentaje 
de 
reducción 
(%) 
 
Tasa de reducción 
(mM 
Fe(II)/mMFe(III)/h) 
 
A + C-Fe(III) 6.3 31.4 0.00218 
Gli + C-Fe(III) 2.7 13.5 0.00093 
Glu + C-Fe(III) 9.1 45.3 0.00314 
A + Fe2O3 0 0 0 
Gli + Fe2O3 0 0 0 
Glu + Fe2O3 0 0 0 
1Abreviación de la condición experimental: A: acetato, C-Fe(III): Citrato de Fe(III), Gli: Glicerol, 
Glu: Glucosa 
 
 
 
TABLA VII. 
RESUMEN DE LA PRODUCCIÓN, PORCENTAJE Y TASA DE REDUCCIÓN DE 
Fe(III) A LAS 144 h DE INCUBACIÓN POR EL CULTIVO NO PIGMENTADO DE 
S. marcescens 11E.   
 
Condición 
experimental1 
 
 
Fe(II) 
(mM) 
 
Porcentaje 
de 
reducción 
(%) 
 
Tasa de reducción 
(mM 
Fe(II)/mMFe(III)/h) 
 
A + C-Fe(III) 9.7 48.6 0.00337 
Gli + C-Fe(III) 2.7 22.5 0.00156 
Glu + C-Fe(III) 11.5 57.3 0.00397 
A + Fe2O3 7.9 39.5 0.00274 
Gli + Fe2O3 4.0 19.8 0.00137 
Glu + Fe2O3 9.8 49.1 0.00341 
1Abreviación de la condición experimental: A: acetato, C-Fe(III): Citrato de Fe(III), Gli: Glicerol, 
Glu: Glucosa 
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TABLA VIII. 
RESUMEN DE LA PRODUCCIÓN, PORCENTAJE Y TASA DE REDUCCIÓN DE 
Fe(III) A LAS 144 h DE INCUBACIÓN POR EL CULTIVO DE S. oneidensis.   
 
Condición 
experimental1 
 
 
Fe(II) 
(mM) 
 
Porcentaje 
de 
reducción 
(%) 
 
Tasa de reducción 
(mM 
Fe(II)/mMFe(III)/h) 
 
A + C-Fe(III) 18.1 90.5 0.00628 
Gli + C-Fe(III) 7.9 39.0 0.00273 
Glu + C-Fe(III) 18.7 93.5 0.00640 
A + Fe2O3 16.8 84.4 0.00586 
Gli + Fe2O3 6.6 33.3 0.00231 
Glu + Fe2O3 19.0 95.3 0.00661 
 
1Abreviación de la condición experimental: A: acetato, C-Fe(III): Citrato de Fe(III), Gli: Glicerol, 
Glu: Glucosa 
 
 
 
TABLA IX. 
RESUMEN DE LA PRODUCCIÓN, PORCENTAJE Y TASA DE REDUCCIÓN DE 
Fe(III) A LAS 144 h DE INCUBACIÓN POR EL CULTIVO NO PIGMENTADO DE 
S. marcescens 11E EN PRESENCIA DE PG EXÓGENA.   
 
Condición 
experimental1 
 
 
Fe(II) 
(mM) 
 
Porcentaje 
de 
reducción 
(%) 
 
Tasa de reducción 
(mM 
Fe(II)/mMFe(III)/h) 
 
A + C-Fe(III) 8.01 40.0 0.00278 
Gli + C-Fe(III) 3.21 16.0 0.00111 
Glu + C-Fe(III) 9.13 45.6 0.00317 
A + Fe2O3 6.45 32.2 0.00220 
Gli + Fe2O3 2.21 11.0 0.00076 
Glu + Fe2O3 8.46 42.3 0.00293 
 
1Abreviación de la condición experimental: A: acetato, C-Fe(III): Citrato de Fe(III), Gli: Glicerol, 
Glu: Glucosa 
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7.3.16.1 Biopelícula del cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E y 
determinación de su viabilidad celular  
 
 
 
Los factores y los niveles alto y bajo del diseño Plackett-Burman 
desarrollado se presentan a continuación (ver TABLA X). Así mismo, se muestran 
los resultados que se obtuvieron al llevar a cabo la determinación de UFC cm-2 
del cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E por el método de dilución y 
siembra en superficie siguiendo los lineamientos indicados en la norma oficial 
mexicana NOM-092-SSA1-1994. La generación de una biopelícula sobre el 
ánodo de grafito con un mayor número de UFC cm-2 se logró para la corrida 7, 
en la cual se utilizó un inóculo de 20%, 30 °C, pH 6, concentración de medio de 
cultivo LB al 1%, 150 rpm por 5 días. Las micrografías de MEB muestran una alta 
concentración de células en la superficie del electrodo para esta corrida (ver 
Figura 34). 
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TABLA X. 
DISEÑO PLACKET-BURMAN (FACTORIAL FRACCIONADO) CON UFC DE S. 
marcescens 11E NO PIGMENTADA COMO VALOR DE RESPUESTA 
 
Corrida 
Temperatura 
(°C) 
pH 
Concentración 
medio LB (%) 
Agitación 
(rpm) 
Tiempo 
(días) 
% 
inóculo 
UFC cm-2 
(x 103) 
1 28  6 1 150 7  10 0 
2 30  7 0.50 150 7  10 6  
3 28  7 0.50 100 5  20 0 
4 28  6 0.50 100 5  10 1.1  
5 30  7 0.50 150 5  10 1  
6 28  6 0.50 150 7  20 0 
7 30  6 1 150 5  20 100 
8 30  7 1 100 7  20 25  
9 30  6 1 100 5 10 60 
10 28  7 1 150 5  20 0 
11 30  6 0.50 100 7  20 9  
12 28  7 1 100 7  10 904 
 
 
 
Figura 34. Micrografía de MEB del cultivo no pigmentado de S. marcescens 
11E. 
 
a b 
96 
 
 
7.3.16.2 Biopelícula del cultivo de S. oneidensis y determinación de su 
viabilidad celular 
 
 
 
Los factores y los niveles alto y bajo del diseño Plackett-Burman 
desarrollado se presentan a continuación (ver Tabla XI). Así mismo, se muestran 
los resultados obtenidos al llevar a cabo la determinación de UFC cm-2 de S. 
oneidensis por el método de dilución y siembra en superficie siguiendo los 
lineamientos indicados en la norma oficial mexicana NOM-092-SSA1-1994. Al 
igual que para el cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E, la generación de 
una biopelícula sobre el ánodo de grafito con un mayor número de UFC cm-2 se 
logró con la corrida 7, en la cual se utilizó un inóculo de 20%, 30 °C, pH 6, 
concentración de medio de cultivo LB al 1%, 150 rpm por 5 días. Así mismo, las 
imágenes de MEB para la corrida 7 muestran una alta concentración de células 
en la superficie del electrodo (ver Figura 35). 
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TABLA XI. 
DISEÑO PLACKET-BURMAN (FACTORIAL FRACCIONADO) CON UFC DE S. 
oneidensis COMO VALOR DE RESPUESTA 
Corrida 
Temperatura 
(°C) 
pH 
Concentración 
medio LB (%) 
Agitación 
(rpm) 
Tiempo 
(días) 
% 
inóculo 
UFC cm-2 
( x 103) 
1 28  6 1 150 7  10 0 
2 30  7 0.50 150 7  10 6  
3 28  7 0.50 100 5  20 0 
4 28  6 0.50 100 5  10 0.99  
5 30  7 0.50 150 5  10 1.8   
6 28  6 0.50 150 7  20 0 
7 30  6 1 150 5  20 180  
8 30  7 1 100 7  20 140  
9 30  6 1 100 5  10 45  
10 28  7 1 150 5  20 0 
11 30  6 0.50 100 7  20 7  
12 28  7 1 100 7  10 76 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 35. Micrografía electrónica de barrido del cultivo de S. oneidensis 
 
a b 
98 
 
 
7.3.17 Desempeño del bioánodo generado en una CCM de doble cámara 
 
 
 
7.3.17.1 Configuración y operación de la CCM 
 
 
A continuación, se muestra la configuración de la CCM diseñada para ser 
utilizada en el presente estudio. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 36. Celda de combustible microbiana diseñada en el programa Solidworks. 
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El panel frontal y el diagrama de bloque desarrollado en LabVIEW para la 
medición automática de mV y mA es mostrada a continuación (ver Figura 37). En 
el panel frontal se programaron los muestreos de mV y mA para la CCM. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 37. a) Panel frontal, b) Diagrama de bloque programado en LabVIEW 
 
 
 
7.3.17.2 Bioánodo pre-acondicionado del cultivo no pigmentado de Serratia 
marcescens 11E 
 
 
 
La Figura 38 muestra la CCM acoplada al sistema de monitoreo vía 
interface LabVIEW. Los datos experimentales muestran la actividad 
bioelectrogénica basada en el voltaje y en la corriente en modo de circuito abierto 
a b 
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y utilizando como biocatalizador el bioánodo pre-acondicionado del cultivo no 
pigmentado de S. marcescens 11E obtenido en la sección 7.3.15.9.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 38. Sistema de monitoreo de mV-mA de CCM con S. marcescens 11E no 
pigmentada como biocatalizador 
 
 
 
La Figura 39 muestra la actividad bioelectrogénica que genera la CCM a 
través de 8 ciclos de operación que se identificaron dentro de las 444 h de 
estudio. En esta imagen se apreció que desde el primer ciclo es detectable un 
voltaje de circuito abierto estable (340 mV). Posteriormente, los siguientes ciclos 
muestran esta misma tendencia en cuanto a la máxima cantidad de voltaje 
detectado (340-350 mV). Respecto a la generación de corriente, en principio 
durante los ciclos 1 y 2 la máxima cantidad de corriente generada fue de 3.5 mA. 
Posteriormente, el resto de los ciclos (ciclo 3 al ciclo 8) mostraron un incremento 
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hasta alcanzar 4.5 mA. Es importante mencionar que la diferencia de corriente 
entre los 3.5 mA generados en los ciclos 1 y 2 y los 4.5 mA generados en el resto 
de los ciclos muestran diferencia significativa (p < 0.005).  
Con los datos anteriores, fue posible calcular la densidad de potencia 
generada por la CCM. Un aspecto importante mostrado por esta CCM es que el 
voltaje de circuito abierto (medido en mV) y la corriente (medida en mA) muestran 
una recuperación en cuanto a la lectura generada al momento de que se hizo el 
recambio de líquido anódico. El recambio es representado por cada ciclo (ver 
Figura 39).  
En la Figura 40 se observa la densidad de potencia generada por la CCM 
con el bioánodo pre-acondicionado del cultivo no pigmentado de S. marcescens. 
En el ciclo 1 y 2 se presentó una densidad de potencia de alrededor de 23 mW 
cm-2. Posteriormente en los ciclos restantes (ciclo 3-8) se observó una densidad 
de potencia estable entre los 28 y 30 mW cm-2. En esta imagen es evidente que 
la densidad de potencia aumenta rápidamente después de hacer el recambio del 
líquido anódico (representado por cada aparición de ciclos). 
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Figura 39. Actividad bioelectrogénica de la CCM con bioánodo pre-acondicionado 
de S. marcescens 11E no pigmentada como biocatalizador 
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Figura 40. Densidad de potencia en función de cada ciclo de la CCM con 
bioánodo pre-acondicionado de S. marcescens 11E no pigmentada como 
biocatalizador. 
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7.3.17.3 Bioánodo pre-acondicionado de Shewanella oneidensis 
 
 
 
La Figura 41 muestra la CCM acoplada al sistema de monitoreo vía la interface 
generada mediante LabVIEW. Los datos experimentales muestran la actividad 
bioelectrogénica basada en el voltaje y la corriente producida en modo de circuito 
abierto utilizando como biocatalizador el bioánodo pre-acondicionado del cultivo 
de S. oneidensis obtenido en la sección 7.3.15.10. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 41. Sistema de monitoreo de mV-mA de CCM con S. oneidensis como 
biocatalizador 
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La Figura 42 muestra la actividad bioelectrogénica que genera la CCM a 
través de los 8 ciclos que fueron identificados durante las 444 h de duración del 
análisis. En esta imagen se observó que desde el ciclo 1 se presenta una 
constante generación de mV (alrededor de 700 mV). De la misma manera, la 
corriente generada se mantiene constante (alrededor de 14 mA). Para ambos 
casos no se observó la aparición de algún período de adaptación ya que como 
es evidente la estabilización de los mV y de los mA ocurre desde el primer ciclo. 
Se observó también que cada 14 horas ocurre una disminución pronunciada de 
estos parámetros y que al momento de hacer el recambio de líquido anódico se 
produjo una recuperación en la generación de mV y mA hasta el nivel de 700 mV 
y 14 mA. 
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Figura 42. Actividad bioelectrogénica de CCM con bioánodo pre-acondicionado 
de S. oneidensis como biocatalizador 
 
 
 
La densidad de potencia generada por esta misma CCM fue calculada y 
graficada (ver Figura 43). En esta figura es posible observar que la densidad de 
potencia del ciclo 1 es de 200 mW cm-2. Por otro lado, la densidad de potencia 
mostrada en el ciclo 2 y 3 es de 170 mW cm-2. Es importante destacar, que el 
ciclo 4 presentó una lectura de mW cm-2 de 235, el cual es superior al resto de 
los ciclos (1,2,5,6,7 y 8). Por último, los ciclos (5 al 8) muestran una densidad de 
potencia de 179-182 mW cm-2. Esta CCM mostró fluctuaciones de densidad de 
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portencia a lo largo de las 444 h de estudio, sin embargo, son valores muy 
uniformes y no muy distantes entre ellos. Aun así, el ciclo 1 muestra diferencia 
significativa comparado con los valores de los ciclos 2, 3 y 4. Por el contrario, 
este mismo ciclo no muestra diferencia significativa con los ciclos 5 al 8 (p < 
0.005). 
 
 
Figura 43. Densidad de potencia en función de cada ciclo de la CCM con 
bioánodo pre-acondicionado de S. oneidensis como biocatalizador 
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7.3.17.4 Cultivo planktónico y no pigmentado de Serratia marcescens 11E 
 
 
 
El monitoreo y registro de datos para esta CCM se llevó a cabo por medio 
del mismo sistema vía interface LAbVIEW mostrado en la Figura 38. La Figura 
44 muestra la actividad bioelectrogénica que genera la CCM que utilizó un cultivo 
planktónico y no pigmentado de Serratia marcescens 11E como biocatalizador a 
través de 7 ciclos de operación que se identificaron dentro de las 444 h de 
estudio. Durante el primer ciclo se percibe un voltaje de circuito abierto de 225 
mV. Posteriormente, en el ciclo 2 hay una pequeña disminución de 55 mV. 
Posteriormente, ocurrió un aumento hasta alcanzar 237 mV en el ciclo 3. En el 
ciclo 4, 5, 6 y 7 se observó un aumento en el voltaje de circuito abierto en donde 
la generación máxima alcanzada fue de 275-280 mV. Así mismo, la generación 
de corriente durante los primeros 3 ciclos siguió un patrón similar al del voltaje de 
circuito abierto. Una corriente máxima de 2.3 mA fue detectada durante el primer 
ciclo, posteriormente en el segundo ciclo se detectó una corriente de 1.8 mA y 
2.2 mA en el tercer ciclo. Durante los ciclos 4, 5, 6 y 7 se presentó una 
estabilización de la corriente generada (3.7 mA).  
La densidad de potencia generada por la CCM fue calculada y graficada. 
Esta densidad de potencia mostró correlación directa con el voltaje de circuito 
abierto y el perfil de corriente generado (ver Figura 45). La densidad de potencia 
máxima del ciclo 1 fue de 7.5 mW cm-2, de 6.3 mW cm-2 en el ciclo 2 y 7.8 mW 
cm-2 en el 3. Posteriormente, se observó una estabilización en los siguientes 
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ciclos (4-7) en donde 22.7 mW cm-2 fue la máxima densidad de potencia 
alcanzada.     
 
 
 
Figura 44. Actividad bioelectrogénica de la CCM con cultivo planktónico y no 
pigmentado de S. marcescens 11E como biocatalizador  
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Figura 45. Densidad de potencia en función de cada ciclo de la CCM con cultivo 
planktónico y no pigmentado de S. marcescens 11E como biocatalizador 
 
 
 
 
7.3.17.5 Cultivo planktónico de Shewanella oneidensis  
 
 
 
El sistema de monitoreo de esta CCM se llevó a cabo vía interface 
generada mediante LabVIEW mostrado en la Figura 41. La Figura 46 muestra los 
resultados experimentales obtenidos del análisis bioelectrogénico de la CCM que 
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utilizó un cultivo planktónico de S. oneidensis como biocatalizador. En esta 
imagen se observó un rápido período de adaptación a la CCM, ya que solo ocupó 
de 2 ciclos en los cuales el voltaje de circuito abierto y la corriente generada 
tienen valores muy estables de alrededor de 380 mV y 7.5 mA, respectivamente. 
Posteriormente, en los ciclos 3 al 10 se observó una estabilización del voltaje de 
circuito abierto y de corriente, en los cuales los valores máximos fueron de 500 
mV y 8.5 mA, respectivamente. Es importante destacar, que en esta CCM la 
estabilización del cultivo planktónico sobre el ánodo (generación de la biopelícula 
activa) ocurre de manera muy rápida. Este aspecto es evidente también después 
de cada ciclo de recambio de líquido anódico. 
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Figura 46. Actividad bioelectrogénica de la CCM con cultivo planktónico de S. 
oneidensis como biocatalizador 
 
 
 
 
 
 
 
La densidad de potencia generada por esta misma CCM fue calculada (ver 
Figura 47). En esta figura se observó que la densidad de potencia del ciclo 1 es 
de 55.5 mW cm-2 y en el ciclo 2 de 48.8 mW cm-2. Posteriormente, durante los 
ciclos 3 al 6, la máxima densidad de potencia alcanzada es de 90 mW cm-2, en 
el ciclo 7, se observó una densidad de potencia de 110 mW cm-2. Finalmente, en 
los ciclos 8, 9 y 10 la densidad de potencia es de 90 mW cm-2.  
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Figura 47. Densidad de potencia en función de cada ciclo de la CCM con cultivo 
planktónico de S. oneidensis como biocatalizador 
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CAPÍTULO 8 
 
 
  
DISCUSIÓN 
 
 
 
En este estudio fue imposible llevar a cabo la identificación de la especie 
del cultivo parcialmente catalogado como Serratia utilizando pruebas bioquímicas 
convencionales. Esto debido a que la prodigiosina producida por este 
microorganismo interfirió con el color generado en algunas pruebas bioquímicas 
como lo fueron la prueba de indol, rojo de metilo y VP. En cuanto a las pruebas 
de citratos, ornitina descaroxilasa, motilidad y gelatinasa coinciden con lo 
reportado por Hejazi y Falkiner (1997) y Grimont y Grimont (2006) para cepas de 
Serratia marcescens. La complicación en la identificación de cepas altamente 
pigmentadas es un problema comúnmente presentado en la literatura y en la cual 
se recomienda llevar a cabo la identificación por técnicas moleculares (1). 
El análisis molecular del rRNA 16S identificó a la cepa bacteriana como la 
Gammaproteobacteria Serratia marcescens con un 99 % de similitud con Serratia 
marcescens JQ308604.  Posteriormente, la construcción del árbol filogenético 
115 
 
generado por el método Neighbor-Joining estableció a la bacteria aislada junto 
con algunas otras especies de Serratia (ver Figura 10). Este resultado coincide 
con anteriores estudios en los que se ha llevado a cabo el aislamiento de 
bacterias de la familia de las Gammaproteobacterias en sitios con altas 
concentraciones de Fe(III). Algunas de estas bacterias son Shewanella 
oneidensis y Acidobacter ferrireducens (Ziegler et al., 2013). 
 
Serratia marcescens es una bacteria que se encuentra generalmente en 
ambientes bióticos como abióticos y en general 2 biotipos de esta bacteria se 
describe en la literatura (S. marcescens pigmentada y no pigmentada) (Carbonell 
et al., 2000). Sin embargo, en el medio ambiente, una cepa puede cambiar 
fenotípicamente dependiendo de los nutrientes que tenga a su disposición y 
como un mecanismo de protección contra otras bacterias (Danevcic et al., 2016). 
De manera similar en este estudio, S. marcescens 11E fue capaz de cambiar 
fenotípicamente del estado pigmentado al no pigmentado por medio del bloqueo 
de metabolitos secundarios usando una gran concentración de glucosa. Esta 
táctica se muestra en varios estudios en los que este sustrato se consume 
activamente para producir células, pero poco para producir metabolitos 
secundarios (Romero-Rodríguez et al., 2016; Ruiz et al., 2010). 
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Una amplia gama de bacterias utilizan donadores de electrones como 
acetato, glicerol, lactato, extracto de levadura y etanol para reducir las formas 
solubles y no solubles de Fe(III). En general, varias bacterias pertenecientes a 
Alphaproteobacteria (Ochrobactrum anthropi), Betaproteobacteria (Rhodoferax 
ferrireducens) y Deltaproteobacteria (Geobacter sulfurreducens) muestran esta 
capacidad. Es importante destacar que los donantes de electrones mencionados 
anteriormente se encuentran comúnmente en el medio ambiente, algunos de 
ellos como resultado del proceso de fermentación anterior realizado por otros 
microorganismos (Glombitza et al., 2015). 
En el contexto relacionado con el donante de electrones que mostró un 
mayor acoplamiento con la reducción de citrato de Fe(III), el presente estudio 
muestra que tanto el cultivo pigmentado y no pigmentado de S. marcescens 11E 
son capaces de oxidar la glucosa activamente y realizar una mejor reducción de 
Fe(III ). Además, el acetato fue el segundo mejor donante de electrones preferido 
por ambos fenotipos de S. marcescens 11E para llevar a cabo la reducción de 
Fe(III). Es importante destacar que los primeros estudios muestran que el glicerol 
es un excelente donante de electrones, que puede ser oxidado por cultivos de S. 
marcescens con una gran tasa de producción de Fe(II) en un ambiente 
extremadamente ácido (Adams et al., 2007). Sin embargo, en el presente estudio, 
la oxidación del glicerol por S. marcescens 11E fue menos eficiente en 
comparación con el acetato y la glucosa. Por lo tanto, la presente investigación 
no apoya estudios previos que muestren que el glicerol es un excelente donante 
de electrones para llevar a cabo la reducción de Fe(III) por bacterias 
pertenecientes al género Serratia. Una razón importante para esto es que nuestro 
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experimento se realizó a pH neutro, mientras que el estudio anterior se realizó 
utilizando una cepa de la bacteria Serratia aislada de ambientes extremos, como 
drenaje de mina ácida en donde los microorganismos prefieren no usar acetato 
como donador de electrones debido a la toxicidad de este ácido protonado (Chun 
et al., 2014; Harrison, 1984). En el caso de la reducción llevada a cabo en 
presencia de Fe2O3 (forma no soluble de Fe(III)) como aceptador de electrones, 
el donante de electrones más eficiente utilizado por S. marcescens 11E es 
glucosa > acetato > glicerol. Este resultado es debido a la capacidad fermentativa 
de la bacteria en estudio. Este comportamiento coincide con estudios previos que 
describen algunas cepas fermentativas que realizan el metabolismo de la glucosa 
con la producción concomitante de equivalentes reductores los cuales impactan 
directamente la producción de Fe(II) (Degelmann et al., 2009). 
 
Ambos fenotipos de S. marcescens 11E fueron capaces de realizar 
reducción de citrato de Fe(III) de hasta el 57% con tasas de reducción de 0.31 a 
0.39 mM Fe(II) mM-1 Fe(III) h-1 a pH neutro. De manera similar, para Fe2O3 el 
porcentaje de reducción fue de 49.5% con una tasa de reducción de 0.34 mM Fe 
(II) mM-1 de Fe(III) h-1 usando glucosa como donante de electrones. Estos 
resultados son superiores a los límites de reducción presentados por las cepas 
bacterianas Desulfonatronovibrio hidrogenovoranos Z-7952 (21%), 
Desulfonatronum lacustre Z-7951 (17.7%), Dethiobacter alkaliphilus Z-1002 
(31%) y Desulfurispira natronophila AH11 (2) %) en un estudio reciente 
(Zavarzina et al. 2018). 
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En el presente estudio, S. marcescens 11E realizó una reducción de Fe(III) 
en presencia y ausencia de prodigiosina. Sin embargo, se encontraron 
diferencias significativas entre la bacteria pigmentada y la no pigmentada (p < 
0.05). Notablemente, la forma no pigmentada redujo una cantidad superior de 
ambas formas de Fe(III) que el fenotipo pigmentado. En cuanto a la forma de 
Fe(III) no soluble, el fenotipo pigmentado genera un porcentaje de reducción es 
nula. Esta incapacidad de reducción de Fe(III) es interpretada como 
consecuencia de la presencia de prodigiosina. Es posible que este pigmento en 
la célula bacteriana (S. marcescens 11E pigmentada) actúe como una barrera 
que impida el flujo de los electrones desde la superficie bacteriana hacia el 
aceptor de electrones. 
Diferentes estudios han descrito a la prodigiosina y algunos otros 
productos bacterianos como barreras físicas/químicas utilizadas para evitar el 
contacto con microorganismos depredadores y metales pesados (Gupta y Diwan, 
2017; Stubbendieck y Straight, 2016). 
Además observamos que el cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E 
lleva a cabo la reducción de la forma no soluble de Fe(III). Por el contrario, el 
cultivo pigmentado no realizó reducción alguna de esta forma de Fe(III). Este 
resultado indica que para el fenotipo no pigmentado, la reducción de Fe(III) se 
realiza preferiblemente por contacto directo de la superficie celular con la forma 
de Fe(III) no soluble. En base a estos resultados se propone que la prodigiosina 
en la superficie bacteriana de S. marcescens 11E no permite la transferencia de 
electrones al aceptor de electrones final no soluble. La imposibilidad de reducir 
la forma no soluble de Fe(III) en presencia de prodigiosina en la superficie 
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bacteriana, contradice algunos estudios iniciales que mencionan el 
comportamiento catalítico y la posible actividad redox de los grupos pirrólicos de 
la prodigiosina (Manderville, 2001; Tomat, 2016). 
  En el presente estudio, se utilizó un cultivo de S. oneidensis como control 
positivo de reducción de Fe(III), comparado este cultivo con los cultivos de S. 
marcescens (pigmentada y no pigmentada) la reducción que lleva acabo el 
primero es mucho mayor a la llevada a cabo por las bacterias del género Serratia 
esto coincide con diversas investigaciones en las cuales se estudia la reducción 
llevada a cabo por S. oneidensis (Fu et al., 2016). 
 
En este trabajo de investigación, también se estudió la capacidad de la 
prodigiosina extraída del cultivo pigmentado de S. marcescens 11E para actuar 
en un cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E como mediador redox 
exógeno. Como es mostrado en los datos presentados en la sección de 
resultados, la adición de prodigiosina en el medio no mejora la producción de 
Fe(II) generado por el cultivo no piogmentado de S. marcescens 11E (ver Tablas 
VII y IX).  
 
En el caso de la reducción de óxido de Fe(III), el cual es una forma 
insoluble de este metal, se ensayó para los 3 cultivos en estudio, S. marcescens 
11E (pigmentada), S. marcescens 11E (no pigmentada) y S. oneidensis (como 
cultivo de referencia); además para el cultivo no pigmentado de S. marcescens 
11E en el cual se agrega prodigiosina exógena. El principal hallazgo encontrado 
es que el cultivo pigmentado de S. marcescens 11E no lleva a cabo la reducción 
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de Fe(III) (ver Figura 19) cuando se encuentra en su forma insoluble. La principal 
razón de esto se debe a la acción de la prodigiosina que se encuentra en la 
superficie bacteriana y que actúa como una barrera para que el microorganismo 
lleve a cabo un contacto directo con la superficie del óxido de Fe(III) insoluble. 
Por el contrario, en el caso del cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E (ver 
Figura 20), este microorganismo si lleva a cabo una reducción de Fe(III) cuando 
la forma insoluble se encuentra en el medio como aceptor de electrones. Por 
tanto, de entre los cultivos de Serratia, es posible que el fenotipo no pigmentado 
de este microorganismo si lleve a cabo la reducción de un ánodo de grafito en 
una CCM (transferencia de electrones al ánodo). 
De nueva cuenta en estos ensayos, el cultivo de referencia S. oneidensis 
llevó a cabo la mayor reducción de Fe(III), lo cual coincide con estudios realizados 
previamente en este microorganismo por diversos investigadores (Bücking et al., 
2010; Coursolle et al., 2010; Fu et al., 2016). 
En el caso del desarrollo activo de bioánodos, la metodología y el diseño 
de Plackett-Bruman seguido propiciaron una correcta generación de una 
biopelícula de cada uno de los cultivos sobre el ánodo de grafito. Esto fue 
evidente al momento de revelar el ensayo de UFC ml-1 generadas a partir de cada 
bioánodo realizado (ver Tablas X y XI). Diversos estudios han usado esta técnica 
de generación de la biopelícula por medio de cultivos en matraz Erlen Meyer, 
variando diversas condiciones de incubación (Guzun et al., 2014; Ouis et al., 
2017; Thakkar y Saraf, 2014). La adherencia de bacterias a superficies sólidas 
ha sido vinculada a diversos factores físicos-mecánicos como lo son el número 
de células en el inóculo y presencia de superficies sólidas (Herten et al., 2017). 
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Por otra parte, los factores normales de incubación como lo son la concentración 
de sustrato, temperatura y pH han sido identificados como factores claves que 
promueven la formación de la biopelícula (Doll et al., 2016). En el presente 
estudio se encontró que una concentración alta de inóculo, pH menor a 7 y 
agitación alta promueve la formación de la biopelícula, lo cual concuerda con 
estudios previos que utilizan bacterias miembros de la familia de las 
Gammaproteobacterias (Veerachamy et al., 2014). Visualmente, las imágenes de 
MEB muestran la presencia de células que corresponden con la morfología 
descrita en la literatura para Serratia marcescens (Behkam y Sitti, 2006) y 
Shewanella onedidensis (Durán y Seabra, 2012). Es importante el destacar que 
el número de células observadas en cada imagen está en concordancia con el 
número de UFC determinadas para cada uno de los cultivos (mayor para S. 
oneidensis y menor para cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E). La 
producción de la biopelícula abundante por parte de bacterias pertenecientes al 
género Shewanella está ampliamente reportado en diversas investigaciones 
(Cooper y DiChristina, 2019; Pinto et al., 2018), lo cual es apoyado de igual 
manera por el presente trabajo ya que el cultivo de S. oneidensis en comparación 
con S. marcescens produjo una biopelícula mucho más abundante. Esto es 
reflejado en el número de UFC contabilizadas después de la desorción generado 
por el proceso de sonicación a la cual se sometió. 
La actividad electrogénica mostrada por el bioánodo pre-acondicionado 
del cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E se observa estable y en su 
punto máximo desde las primeras 25 h de estudio. Esta rápida respuesta en la 
generación de mV y mA coincide con lo mostrado en la literatura, en donde la 
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generación estable de voltaje y corriente ocurre hasta que la biopelícula se ha 
desarrollado abundantemente sobre el ánodo (Kalathil et al., 2018; Liang et al., 
2017). Con respecto al desempeño evaluado en función de la densidad de 
potencia, esta no fue muy alta en comparación con lo presentado en estudios 
anteriores (Li et al., 2018; Santoro et al., 2018). Sin embargo, es importante el 
recalcar que las condiciones de estudio en ellas no son las mismas que las 
llevadas a cabo en el presente estudio. Las diferencias radican en la composición 
del líquido anódico, el material del cual están hechos los electrodos, el tamaño 
de ellos, la distancia entre ánodo y cátodo, entre otras (Gajda et al., 2018; Liang 
et al., 2018). Lo anteriormente mencionado hace que sea difícil el hacer una 
comparación de la evaluación del desempeño de esta CCM con otras 
experimentadas en la literatura. Esto es algo que diversos investigadores han 
plasmado en estudios anteriores (Heidrich et al., 2018; Hsieh et al., 2015). 
En el presente estudio la CCM con el bioánodo pre-acondicionado de S. 
oneidensis fue utilizado como celda de referencia para comparar su desempeño 
con el de la CCM con el bioánodo pre-acondicionado del cultivo no pigmentado 
de S. marcescens 11E. Esta comparación se hizo debido a que S. oneidensis es 
un cultivo que ha sido ampliamente comprobado como organismo 
exoelectrogénico en CCM (Wu et al., 2018). En comparación directa entre ambas 
CCM, estas presentaron el mismo comportamiento en cuanto a generar una 
respuesta máxima estable en el primer ciclo de alimentación de líquido anódico. 
De nueva cuenta, este es un comportamiento mostrado por biopelícula maduras 
y con alto número de células en el ánodo (Pasternak et al., 2018). En cuanto al 
desempeño presentado por estas CCM, la que contenía el bioánodo 
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acondicionado de S. oneidensis, mostró un mejor desempeño en cuanto a la 
densidad de potencia generada. Esto tiene concordancia con lo mostrado en 
otros estudios, lo cuales indican que el potencial exoelectrogénico de este 
microorganismo es alto (Logan, 2009). Esta capacidad exoelectrogénica, es 
relacionada en la literatura con los pilis que posee esta bacteria, los cuales se ha 
mostrado intervienen directamente en la generación de una biopelícula y en la 
transferencia de electrones (Xiao et al., 2018). Para la CCM con el bioánodo pre-
acondicionado del cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E no se ha 
reportado posea pilis, sin embargo, este estudio es el primero que muestra su 
capacidad exoelectrogénica a las condiciones estudiadas. 
   Las CCMs con los cultivos planktónicos de S. oneidensis y de S. 
marcescens 11E no pigmentada mostraron en las primeras horas de estudio una 
generación inestable de voltaje y corriente. Esto se relaciona a lo reportado en la 
literatura, en donde en las primeras horas hay fluctuaciones muy grandes de mV 
y mA debido a que no ha ocurrido el establecimiento de una biopelícula sobre el 
ánodo. Una vez que se ha desarrollado una biopelícula madura sobre el ánodo, 
ocurre la estabilización del voltaje y corriente detectados (Kadivarian et al., 2019). 
En comparación directa del desempeño obtenido de la CCM con cultivo 
planktónico de S. oneidensis y de la CCM con cultivo plaktónico de S. 
marcescens 11E no pigmentada, se observó que S. oneidensis lleva a cabo un 
establecimiento de una biopelícula sobre el ánodo mucho más rápido que el 
cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E. Esto es evidente al observar que 
la estabilización de voltaje y corriente se lleva a cabo en el ciclo 3 (90 h) en el 
caso de S. oneidensis mientras que para S. marcescens 11E no pigmentada, la 
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estabilización de voltaje y corriente ocurrió en el ciclo 4 (175 h). Como 
anteriormente se mencionó, esto está relacionado directamente con la fisiología 
de S. oneidensis (Subramanian et al., 2018).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
125 
 
 
 
 
 
CAPÍTULO 9 
 
 
  
CONCLUSIONES 
 
 
 
En el presente estudio, se llevó a cabo la identificación del aislado 
bacteriano por medio de pruebas bioquímicas y técnicas moleculares. Los 
resultados mostraron que se trata de la bacteria Serratia marcescens. La 
secuencia de esta bacteria fue registrada en el Centro Nacional de Información 
Biotecnológica (NCBI) de los Estados Unidos Americanos e identificada como 
Serratia marcescens 11E y registrada con el número de acceso MK598756. En 
el caso de la evaluación de la capacidad de reducción de diferentes especies de 
Fe(III), los resultados mostraron, que tal como se esperaba de la bacteria 
reductora de referencia, Shewanella oneidensis fue el microorganismo con mayor 
capacidad reductiva. Seguida de ella, y cuando se utilizó acetato, glicerol o 
glucosa como donadores de electrones y citrato de Fe(III) como donador de 
electrones, el cultivo no pigmentado de Serratia marcescens 11E generó una 
mayor producción de Fe(II). De la misma manera, cuando se utilizó óxido de 
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Fe(III) como aceptor de electrones, el cultivo no pigmentado de Serratia 
marcescens 11E destacó en cuanto a la generación de Fe(II). De la misma 
manera, también se demostró que la prodigiosina exógena no se desempeña 
como mediador redox cuando se agregó a un cultivo no pigmentado de S. 
marcescens 11E. En estos experimentos se mostró que, de los cultivos en 
evaluación, S. marcescens 11E no pigmentada posee la mayor capacidad 
exoelectrogénica se posiciono como la mejor opción para utilizar como 
biocatalizador en una CCM. 
En cuanto a la generación de bioánodos del cultivo no pigmentado de S. 
marcescens 11E y del cultivo de referencia S. oneidensis, las condiciones ideales 
para ambos fueron con un inóculo de 20%, 30 °C, pH 6, concentración de medio 
de cultivo LB al 1%, 150 rpm por 5 días. Estos bioánodos pre-acondicionados se 
utilizaron en CCMs de doble cámara en donde mostraron una rápida 
estabilización en la generación de voltaje y corriente. En el caso de la CCM con 
el bioánodo pre-acondicionado del cultivo no pigmentado de S. marcescens, la 
máxima densidad de potencia generada fue de 30 mW cm-2. Esta cantidad fue 
mucho menor comparada con los 235 mW cm-2 generados por la CCM con el 
bioánodo pre-acondicionado de S. oneidensis.  
Finalmente, la evaluación del desempeño de la CCM con cultivos 
planktónicos del cultivo no pigmentado de S. marcescens 11E y de S. oneidensis 
mostraron que para ambos casos la estabilización en la producción de voltaje y 
corriente ocurre hasta que se forma una biopelícula madura en el ánodo. Para el 
caso de S. marcescens 11E no pigmentada, la estabilización ocurrió hasta las 
175 h, mientras que para S. oneidensis la estabilización del voltaje y corriente 
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ocurrió a las 90 h. Por otro lado, la densidad de potencia que se generó por parte 
de la CCM con el cultivo planktónico no pigmentado de S. marcescens 11E fue 
de 22.7 mW cm-2 y para la CCM con el cultivo planktónico de S. oneidensis fue 
de 110 mW cm-2. Estos resultados indican que S. marcescens 11E tiene 
capacidad para transferir electrones a un material carbonáceo a partir de la 
oxidación de glucosa en una celda de combustible microbiana. 
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CAPÍTULO 10 
 
 
 
FUTURAS PRESPECTIVAS 
 
 
 
El presente trabajo mostró la aplicación del cultivo autóctono de Serratia 
marcescens 11E como bioánodo en una CCM y su desempeño se comparó 
contra el mostrado por una biopelícula del cultivo exoelectrogénico de referencia 
S. oneidensis. El desempeño obtenido es destacable, pero no superior a lo 
obtenido en diversos estudios publicados o por el mismo cultivo de referencia 
utilizado en el presente estudio. Sin embargo, los estudios en CCMs es un área 
que aun se encuentra en desarrollo. Siendo así, la mejora del desempeño 
bioelectrogénico es el principal objetivo a ser alcanzado en un futuro. Para lograr 
esto se propone: (i) cambiar la configuración de la celda, (ii) probar diferentes 
materiales que sirvan como electrodo, (iii) funcionalización de los electrodos por 
métodos químicos, (iv) utilizar diversos microorganismos en cámara anódica y (v) 
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probar la presencia de un microorganismo metabólicamente activo en cámara 
catódica.  
Por último, un tópico interesante y cobrará interés en un futuro cercano es 
la bio-electrosíntesis. Mediante este tipo de síntesis es posible llevar a cabo la 
generación de compuestos carbonados, como combustibles, por ejemplo, esto 
mediante la participación de microorganismos que se desarrollen en el cátodo. 
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